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ABSTRACT 
Double‐stranded DNA breaks  (DSBs)  is  a principal  cytotoxic damage  that  can be  repaired by 
several well‐known  repair  pathways. One  of  the most  prominent  routes  is  the  homologous 
recombination (HR). The mechanism of repair has been studied primarily by biochemical analysis 
over  the  years.  Recent  advances  in  single molecule  techniques  has  enabled  researchers  to 
investigate  the  repair  mechanisms  at  single  protein  level  with  nanometer  resolution  and 
millisecond time scale. The ability to fluorescently label different parts of the protein or protein 
complex allows us to monitor  in real‐time conformational changes as well as the mechanistic 
details with which the proteins target DNA damage and conduct repair.  
Srs2 dismantles presynaptic Rad51  filaments and prevents  its  re‐formation as an anti‐
recombinase.  However,  the molecular mechanism  by  which  Srs2  accomplishes  these  tasks 
remains unclear. Here we report a single‐molecule fluorescence study of the dynamics of Rad51 
filament formation and its disruption by Srs2. Rad51 forms filaments on single‐stranded DNA by 
sequential binding of primarily monomers and dimers in a 5’–3’ direction. One Rad51 molecule 
binds to three nucleotides, and six monomers are required to achieve a stable nucleation cluster. 
Srs2 exhibits ATP‐dependent repetitive motion on single‐stranded DNA and this activity prevents 
re‐formation of  the Rad51  filament. The  same activity of  Srs2  cannot prevent RecA  filament 
formation, indicating its specificity for Rad51. Srs2’s DNA‐unwinding activity is greatly suppressed 
when Rad51 filaments form on duplex DNA. Taken together, our results reveal an exquisite and 
highly specific mechanism by which Srs2 regulates the Rad51 filament formation. 
Trinucleotide  repeat  (TNR)  expansion  is  the  root  cause  for many  known  congenital 
neurological  and  muscular  disorders  in  human  including  Huntington’s  disease,  Fragile  X 
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syndrome and Friedreich’s ataxia. The stable secondary hairpin structures formed by TNR may 
trigger fork stalling during replication, causing DNA polymerase slippage and TNR expansion.  Srs2 
and Sgs1 are  two helicases  in yeast  that  resolve TNR hairpins  to various degrees during DNA 
replication and prevent genome expansion. Using single molecule fluorescence, we investigated 
the unwinding mechanisms by which Srs2 and Sgs1 resolve TNR hairpin and compared it to the 
unwinding of duplex DNA. While Sgs1 unwinds both structures indiscriminately, Srs2 displays a 
repetitive  unfolding  of  TNR  hairpin  without  fully  unwinding  it.  Such  activity  of  Srs2  shows 
dependence  on  the  folding  strength  and  the  total  length  of  TNR  hairpin. Our  results  reveal 
disparate molecular mechanism of Srs2 and Sgs1 that may contribute to efficient resolving of the 
TNR hairpin. 
We use single molecule fluorescence assays and ensemble measurements to study yeast 
and human proteins. Single molecule assays include smFRET (single molecule Förster Resonance 
Energy Transfer) assay which utilizes  two  fluorescent dyes  (Cy3 and Cy5), and  smPIFE  (single 
molecule Protein  Induced Fluorescence Enhancement) which employs  the use of  the Cy3 dye 
only and offer a sensitivity range (0‐4 nm) that is finer than what could be achieved with FRET (2‐
8 nm)  (1). The main goals of the project are to  investigate the key steps  involved  in the DNA 
replication &  repair pathways as well as gene  regulatory control pathways  in order  to gain a 
better  understanding  of  the  roles  the  aforementioned  proteins  play  in maintaining  proper 
cellular functions. 
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CHAPTER 1: GENERAL INTRODUCTION 
1.1 DNA DAMAGE IN CELLS 
DNA damage in bacterial and eukaryotic cells can lead to harmful consequences if left unchecked, 
leading to mutations of genetic information that encodes for many vital cell functions (2,3), and 
inducing many types of cancers (4‐8). Genome instability can arise from errors that occur during 
DNA replication. Post‐replicative base mismatches or short insertion errors in DNA are repaired 
by a system of mismatch repair (MMR) proteins (9‐11) such as MutSα and MutLα.  
Another common DNA damage  is  the double‐stranded DNA break  (DSB) which can be 
induced by UV  irradiation or chemical damage. The DSB  is primarily  repaired by homologous 
recombination  (HR) pathway. HR repair  is mediated by  the Rad51 recombinase  in eukaryotes 
(12,13) and its homolog RecA in bacteria (14).  
Previous biochemical  studies have demonstrated  the  importance of  these proteins  in 
their respective repair pathways. However, the specific mechanisms by which the repair proteins 
target  and  localize  the  DNA  damage  sites  remained  elusive.  Recent  development  in  high 
resolution single molecule techniques have enabled the way to monitor individual molecules in 
real time with high precision. Included in this review are some of the most recent advances made 
in imaging DNA repair proteins using various single molecule techniques as well as some future 
perspectives in this area of research. 
 
1.2 HOMOLOGOUS RECOMBINATION REPAIR FOR DSB 
One of the most common pathways to repair double‐stranded DNA breaks (DSBs) is homologous 
recombination (HR) (15). A blunt‐end DSB is resected to expose single‐stranded DNA (ssDNA) tail, 
which  in turn, gets coated by the recombinase protein, RecA  in e. coli and Rad51  in yeast and 
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humans (Figure 1.1). Upon forming into a filament, the presynaptic complex begins a homology 
search in the neighboring DNA to find a matching sequence to initiate the strand exchange. The 
filament formed by RecA is able to localize a homologous sequence within a large population of 
DNA molecules with a remarkable speed and fidelity. 
 
Figure 1.1 Rad51 mediates DNA repair by promoting HR. Rad51 filament forms on 3’ ssDNA overhang for homology 
search. 
 
  Several techniques have been used to study the formation of RecA filament formation 
and the efficiency of homologous strand search and recognition. The real‐time observations of 
the dynamics of RecA filament formation on DNA were made by Joo and Ha et al. using smFRET‐
based assays, showing the RecA filament assemble and disassemble in monomer steps at both 
extremities (16). The results revealed that the growth rate of the RecA filament differs at each 
ends,  resulting  in  a directional  filament  growth of 5’  to 3’ on  ssDNA,  and established  that  a 
minimum of five monomers are needed for filament nucleation. De Vlaminck and Dekker et al. 
used a dual‐molecule manipulation technique in order to study RecA‐DNA binding interactions 
with the focus of determining whether or not a secondary DNA‐binding site (SBS) on RecA can 
lead  to a quick homology recognition  (17). The result pointed  to a model where homologous 
recognition probability  is greatly enhanced when  the donor DNA exhibits  spontaneous DNA‐
breathing dynamics (18).  The question of how a RecA filament locates the homologous target in 
dsDNA was studied by Forget and Kowalczykowski et al. (19) using fluorescently labeled λ‐DNA,  
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microfluidic  chamber  and  dual  optical  traps.  This  study  established  that  both  the  3D 
conformation of dsDNA and the  length of the RecA  filament are rate‐limiting  factors  for DNA 
homologous  pairing.  Based  on  their  findings,  the  authors  propose  a  model  termed 
“intersegmental  contact  sampling”  (19), where  the  3D  conformation  of  dsDNA  allows  RecA 
filament  to  come  into  brief  contacts with multiple  segments  of  the  dsDNA  to  facilitate  the 
homology  search.  The  mechanism  of  RecA  homology  search  after  random  3D  collision  is 
examined in great details in a study by Ragunathan and Ha et al. The authors employed smFRET‐
based  assays  to  detect  the  interactions  between  RecA  filament  and  non‐homologous  and 
homologous DNA. They show that RecA performs homology searches on DNA via rapid sliding to 
significantly  shorten  the  search  time  (20).  This  study  demonstrates  that  the  homology 
recognition  for  RecA‐mediated  search  can  occur  while  1‐D  sliding  for  as  few  as  6  nts  of 
complementary base pairs of DNA. The contact time is brief and a segment as short as 6 nts can 
significantly improve the recognition efficiency (20). 
 
1.3 RECOMBINASE AND ANTI‐RECOMBINASE PROTEINS IN YEAST 
In the budding yeast Saccharomyces cerevisiae, Srs2  is one of the major HR regulators 
that functions in the early stages of the HR pathway. Srs2 is an ATP‐dependent 3’‐5’ DNA helicase 
and ssDNA translocase (21) that prevents HR by dismantling Rad51 filaments (Figure 1.2) (22‐24). 
This anti‐recombinase activity requires direct interaction of Srs2 with Rad51 and may require Srs2 
translocation along ssDNA (21). This same mechanism may be preserved in the human helicase 
RecQ5 which also disrupts human Rad51 filaments via direct physical contact (25). Understanding 
how  the  recombinase  and  anti‐recombinase  proteins  interact  can  provide  insights  into  the 
mechanistic details that govern the early stages of the HR DNA repair pathway.  
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Figure 1.2 Srs2 recognizes, interacts and removes Rad51 filament. RPA follows to coat the ssDNA so that there is no 
reformation of Rad51 filament. 
 
1.4 YEAST PROTEINS THAT DESTABILIZE TNR HAIRPINS DURING REPLICATION 
Genome  instability can also arise from errors that occur during DNA replication. Triple 
nucleotide  repeat  (TNR)  expansions  belong  to  a  class  of microsatellite  instability  that  is  the 
causative mutation  for  a  growing  number  of  neurological  and muscular  diseases  including 
myotonic dystrophy, Huntington’s disease, fragile X syndrome, and Friedreich’s ataxia (26‐28). 
When the expansion occurs in the coding region of the human genome, the expansion is relatively 
small and results  in an expanded protein product  (polyglutamine tract), whereas  large repeat 
expansions  occurring  in  the  noncoding  regions  often  decrease  production  of  protein  from  a 
nearby gene. The DNA repeats are composed of repeat sequences of (CNG)n, where N denotes 
any  nucleotide.  These  repeats  are  prone  to  expansion  because  they  tend  to  form  unusual 
secondary structures (i.e. imperfect DNA hairpins) via “slip‐outs” (Figure 1.3), which disrupts the 
replication, repair, and recombination machineries in cells (29).  
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Figure 1.3 DNA with CNG sequences have the tendency to slip out and form a hairpin secondary structure that can 
eventually lead to the expansion of DNA genome. 
 
Because of the deleterious effects of these easily expanded TNR hairpins, many attempts 
have been made to characterize proteins that can help to block the formation of hairpins. Genetic 
screenings were performed to identify possible proteins that can resolve and repair TNR hairpins. 
During the genetic screenings done on Saccharomyces cerevisiae, DNA helicases Srs2 and Sgs1 
were identified as potential inhibitors of TNR expansions. Several studies have reported on the 
ability of yeast helicases, Srs2 and Sgs1 to specifically unwind TNR hairpins and help restart stalled 
replication forks (Figure 1.4) (30‐33). Cells lacking the gene for Srs2 show a significant increase 
(up  to  40  folds)  in  the  degree  of  TNR  expansions  (30,33) whereas mutant  cells  lacking  Sgs1 
accumulates DNA damages due to inefficient TNR hairpin processing by Sgs1 (32). Given that a 
double mutant lacking both Srs2 and Sgs1 always leads to cell death (34), there are suggestions 
that the proteins work together to help restart stalled replication forks due to TNR hairpins and 
also reduce the accumulation of toxic DNA intermediates (35). Interestingly, this activity of Srs2 
at TNR during replication was not dependent on Rad51 (33), suggesting a role of Srs2 unrelated 
to its anti‐recombinase function. Since the DNA damages resulting from the lack of these anti‐
recombinase  proteins will  accumulate  and  lead  to  the  initiation  of  repair  pathways  such  as 
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homologous  recombination,  it  is  important  to  study  the  role  these proteins may play  in  the 
replication process. 
 
Figure 1.4 Yeast Srs2 and Sgs1 are able to reduce the occurrence of stalled forks due to TNR hairpins. 
 
1.5 CHROMATIN REMODELER‐ENHANCED NUCLEOSOME SLIDING 
In eukaryotic cells, segments of DNA sequences are tightly packed into repeating units of 
nucleosomes (Figure 1.5A, modified from (36)), which are then folded  into a chromosome for 
storage and regulatory control. During protein transcription, the chromosomes are unfolded to 
allow  access  to  condensed  genomic  DNA.  To  ensure  correct  gene  expression,  chromatin 
remodeling proteins (Figure 1.5B, modified from (36)) provide the regulatory controls needed to 
actively  restructure  nucleosomes  in  an  ATP‐dependent manner  (37).  Access  to  DNA  is  also 
important in several key biological processes including DNA replication and repair. Mutations in 
chromatin remodeling proteins causes loss of transcriptional regulations and eventually diseases 
such  as  cancer.  The  chromatin  remodeling  pathways  are  therefore  a  prime  target  for  the 
therapeutic treatments of several cancers.  
 
Figure  1.5 DNA  are  tightly  packed  into  nucleosome  units  and  repositioned with  remodeling  proteins.  Figure  is 
modified from Figure 2 in (36).  
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The Chromodomain‐helicase‐DNA‐binding protein 1  (Chd1)  is a  chromatin  remodeling 
protein found in humans that restructures chromatin by repositioning the nucleosomes to allow 
access  to  DNA  segments,  thus  regulating  gene  expression.  Chd1  contains  an  ATPase motor 
domain (38) which allows it to translocate on nucleosomal DNA and moves them directionally. 
By exploring the movement of nucleosome along DNA by the Chd1 protein, we hope to gain some 
insights  into how  the protein  is  able  to  sense  the position of nucleosome on DNA  and how 
chromodomain modifications on the Chd1 can affect its activity in shifting the nucleosome.  
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CHAPTER 2: SINGLE MOLECULE FLUORESCENCE TECHNIQUES 
Single	 molecule	 fluorescence	 assays	 are	 widely	 used	 for	 the	 studying	 of	 DNA‐protein	
interactions.	Due	to	the	dynamic	changes	induced	on	DNA	strands	in	both	the	ssDNA	and	
dsDNA	region	by	various	helicase,	recombinase	and	remodeling	proteins,	single	molecule	
spectroscopy	can	provide	a	convenient	way	to	obtain	real‐time	observations	of	what	might	
occur	once	proteins	bind	on	DNA.		
	
2.1 SINGLE MOLECULE FRET 
Single molecule Fönster Resonance Energy Transfer (FRET) are useful for the investigation of the 
roles played by  individual component proteins  involved  in a  larger biological  system  (39‐41). 
FRET can observe the step‐by‐step change brought on by multiple bindings of protein (Figure 
2.1A) or by the dynamic motion of a monomer of protein on a segment of DNA (Figure 2.1B). 
Both observations are made possible by labeling the intended DNA region for observation with 
a donor‐acceptor dye pair  for  the  real‐time monitoring of persistent  length  change of DNA. 
Another way to achieve FRET is by labeling the protein with a donor or acceptor dye and label 
the DNA with the other half (Figure 2.1C). This allows for the direct monitoring of protein binding 
and any possible dynamic behaviors it may exhibit on the DNA. 
 
Figure 2.1 Three schematics  for protein binding on DNA and  inducing FRET change  (A) Rad51 binding on DNA and 
stretches ssDNA. Partially duplexed DNA with poly‐thymidine tail contain donor (Cy3) at 3’‐end and acceptor (Cy5) at 
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duplex junction. FRET value decreases upon Rad51 formation. (B) Srs2 binding on DNA and induces FRET change. (C) 
Cy5‐labeled Srs2 binding on Cy3‐labled DNA and induces FRET change. 
 
2.2 SINGLE MOLECULE PIFE 
Although single molecule FRET is useful for studying transient and dynamic protein interactions, 
it does not give us information about the directionality of multiple protein formation. Often, it is 
also difficult to label the proteins with the fluorescent dyes while still preserving their functions, 
and in case of proteins with high dissociation constant (Kd), it may be difficult to obtain a high 
concentration of protein or results in the accumulation of free fluorescence dyes that interferes 
with single molecule detection.   
  The Protein  Induced  Fluorescence Enhancement  (PIFE)  assay  is  a newly  characterized 
single molecule  fluorescence assay which allows us to bypass protein  labeling and use a DNA 
labeled with a single fluorophore to report on protein binding and its dynamic motions (Figure 
2.2 A and B).  
 
Figure 2.2  Single molecule PIFE experiment, where multiple proteins binding  together  as  a  filament  and  grows 
towards the Cy3 dye, making it brighter. (A) Schematic of when the filament is growing towards the dye at the 3’ 
end. (B) Schematic of when the filament began growing near the dye at the 5’ end.  
 
The intensity of a fluorophore is enhanced upon the binding of a protein in its vicinity. By 
simply changing the labeling scheme of the DNA substrate used, we can use PIFE to study protein‐
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DNA interactions by measuring the fluorescence intensity change of the dye (42‐44). The distance 
sensitivity  of  PIFE was  characterized  by Hwang  et  al.  and  is  shown  to  complement  FRET  by 
providing information in the short distance‐sensitivity range where FRET is insensitive (Figure 2.3, 
taken from (1)).  
 
Figure 2.3 Distance sensitivity of PIFE and FRET. Figure is taken from (1). 
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CHAPTER 3: SRS2 PREVENTS RAD51 FILAMENT FORMATION BY REPETITIVE MOTION ON DNA 
The  work  in  this  chapter  has  been  previously  published  in  a  manuscript  in  Nature 
Communications (45).  
3.1 INTRODUCTION 
DNA in the living cell is subject to many chemical alterations.  In human cells, both normal 
metabolic activities and external insults such as UV exposure, and environmental chemicals can 
cause DNA damage of various types.  DNA double strand breaks (DSBs) are the principal cytotoxic 
damage  repaired  by  homologous  recombination  (HR),  which  is  mediated  by  the  Rad51 
recombinase  in eukaryotes  (12,13). However, unrepaired DSBs give rise to harmful mutations 
and chromosome rearrangements which lead to carcinogenesis.  Mutations found in BRCA1 and 
BRCA2  (breast  cancer  susceptibility  gene  1  and  2)  which  play  a  critical  role  in  DNA  repair 
mechanism, confer an elevated risk for breast and ovarian cancer, underscoring the significance 
of DNA repair in tumor suppression. Therefore, specific mechanisms have evolved to regulate HR 
and to minimize deleterious outcomes (46‐48). In the budding yeast Saccharomyces cerevisiae, 
Srs2 is one of the major HR regulators that functions in the early stages of the HR pathway. Srs2 
is  an  ATP‐dependent  3’‐5’  DNA  helicase  and  ssDNA  translocase  (21)  that  prevents  HR  by 
dismantling Rad51  filaments  (22‐24).  Such  anti‐recombinase  activity  is  crucial  for  preventing 
accumulation of genotoxic  intermediates and chromosomal aberration (25). Srs2 mutants that 
cannot bind or hydrolyze ATP fail to disrupt Rad51 filaments and display a hyper‐recombination 
phenotype when subjected to genotoxic stress (49). This anti‐recombinase activity requires direct 
interaction of Srs2 with Rad51 and may require Srs2 translocation along ssDNA (21). Consistent 
with this view, Srs2 cannot remove a Rad51 mutant that lacks the Srs2 interaction domain (50,51). 
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This same mechanism may be preserved in the human helicase RECQ5 which also disrupts human 
Rad51 filaments via direct physical contact (25).   
We  used  single  molecule  fluorescence  to  investigate  the  molecular  mechanism 
controlling the balance between Rad51 filament formation and disruption by Srs2. Using single 
molecule  FRET  (Förster  resonance  energy  transfer), we  find  the  Rad51  site  size  to  be  three 
nucleotides and its nucleation size to be six monomers. We employed an alternative detection 
method, PIFE  (protein  induced  fluorescence enhancement)  (1,42,52)  to determine  the Rad51 
loading directionally from 5’ to the 3’. We also report a novel repetitive motion of Srs2 monomer 
that prevents reformation of Rad51 filaments. This activity occurs after the  initial clearance of 
Rad51, hence contributes to the anti‐recombinase function of Srs2.  Finally, the DNA unwinding 
activity of Srs2, which  requires multimers of Srs2 was greatly diminished by Rad51 bound  to 
duplex DNA, indicating a further balance between the helicase and anti‐recombinase activity of 
Srs2. Our study reveals novel mechanistic details  that govern  the early stages of  the HR DNA 
repair pathway. 
 
3.2 RAD51 HAS THREE NUCLEOTIDES SITE SIZE  
To visualize Rad51 filament formation, we prepared DNA substrates that mimic a resected DNA 
intermediate found during HR, which is the preferred substrates for Rad51 formation and strand 
invasion (53). They are partial DNA duplexes with variable lengths of 3’ single stranded (ss) DNA 
composed  of  poly  deoxythymidine,  T10,  13,  15,  18  and  20,  referred  to  as  pdT10  to  pdT20 
hereafter (Figure 3.1a). Each DNA possesses two fluorophores, Cy3 and Cy5 located at the 3' end 
of the ssDNA and at the duplex DNA end, respectively (Figure 3.1a), such that DNA alone exhibits 
high FRET due to the high flexibility of the ssDNA (54) and  low FRET upon Rad51 binding. The 
 13 
 
histograms of FRET values built from over 5,000 molecules of DNA show FRET peaks at around 
0.85, 0.8, 0.75, 0.7, 0.65  for pdT10, 13, 15, 18 and 20,  respectively  (Figure 3.1b, gray). Upon 
addition of Rad51 (1μM) and ATP (1mM), the high FRET peaks disappear and another low FRET 
population  arises,  indicating  formation  of  Rad51  filaments  on  ssDNA  (Figure  3.1b,  orange 
histograms). The complete shift from high to low FRET observed for pdT18 and pdT20 indicates 
formation of stable Rad51 filaments whereas the partial shift seen for pdT15 and shorter ssDNA 
suggests a less stable filament.   
 
Figure 3.1 Rad51 monomer binds 3 nucleotides and a stable nucleation requires 6 monomers  (a) Schematic diagram 
of DNA constructs used in Rad51 binding experiment. Partially duplexed DNA of various poly‐Thymidine tail lengths 
(T10‐T20) contain donor (Cy3) at 3’ end and acceptor (Cy5) at duplex junction, FRET value decreases upon Rad51 
formation. (b) FRET values collected over 5000 single molecules are built into a FRET histogram. DNA‐only high FRET 
molecules (gray) transition to low FRET (orange) upon Rad51 formation. A complete shift to low FRET is observed in 
T18 and T20. (c) Single molecule FRET traces show up to three, four and five steps observed for T10, T13 and T15, 
reflecting a monomer binding steps. (d) Transition Density Plot (TDP) for each DNA built by collecting FRET values 
before (y‐axis) and after (x‐axis) transition from single molecules that show monomer binding steps.  
 
Representative  single  molecule  FRET  traces  show  a  stepwise  FRET  decrease,  likely 
representing the sequential binding of Rad51 molecules (Figure 3.1c). For pdT10, 13 and 15, a 
maximum of three, four and five steps of FRET decrease were observed, suggesting the binding 
of up  to  three,  four  and  five Rad51 monomers. We  collected  FRET  values  from 40‐50  single 
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molecule traces that display clear steps and built a transition density plot (TDP) where the y‐ and 
x‐ axes represent FRET before and after the transition, respectively. Here, three, four and five 
peaks are observed in the TDP for T10, 13 and 15, above the diagonal line (Figure 3.1d), reflecting 
one Rad51 monomer binding to three nucleotides (nt), consistent with the crystal structure of 
the Rad51 (55) and RecA‐ssDNA filament (16,56). Due to the unstable binding of Rad51 to these 
shorter  lengths of ssDNA, we obtained mirror  image peaks below the diagonal  line, reflecting 
dissociation of Rad51. This set of data suggests that a Rad51 monomer binds 3 nucleotides of 
ssDNA and that six monomers are required to form a stable nucleation cluster.    
 
Figure 3.2 Rad51 binds primarily as monomer and dimer (a) Schematic of FRET‐DNA construct, same as Figure 3.1a. 
(b) Single molecule FRET traces that exhibit Rad51 monomer mixed with higher oligomer binding to T15. (c) TDP built 
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out of all the binding events found in Rad51 binding to T15 DNA. Each cluster in TDP can be classified into monomer, 
dimer, trimer, tetramer and pentamer binding as shown. (d) The majority of (>75%) of Rad51 bind as monomer or 
dimer whereas less than 25% bind as a higher oligomer.  
 
In addition to the monomer binding, we also observe larger steps of FRET decrease and 
increase representing binding and dissociation of larger Rad51 oligomers (Figure 3.2b). Based on 
the well‐defined  FRET  states mapped  for monomer  Rad51,  the  observed  FRET  values were 
assigned as monomers to tetramers (Figure 3.2a‐c). The analysis suggests that approximately 75% 
of Rad51 binds as either a monomer or dimer to pdT15 (Figure 3.2d).  
 
3.3 RAD51 FILAMENTS FORM IN THE 5’ TO 3’ DIRECTION 
Next, we  examined  the  directionality  of  Rad51  filament  formation.  Ensemble  stopped‐flow 
experiments suggest a 5’ to 3’ directional bias for Rad51 filament formation on ssDNA without a 
duplex  junction  (21). We tested  it on resected DNA  intermediate. Although FRET  is useful  for 
visualizing monomer binding, it does not inform us about the directionality (e.g. growing from 3’ 
to 5’ or 5’ to 3’). We took advantage of an alternative fluorescence method, smPIFE whereby the 
intensity  of  a  Cy3  fluorophore  increases  upon  protein  binding  in  its  vicinity  in  a  distance 
dependent manner (1,21,42,52). We used two  identical DNAs with Cy3 fluorophore  located at 
either the 3’ or near the 5’ end of the ssDNA (Figure 3.3a). When Rad51 was added, the 3’ labeled 
DNA showed a multi‐step  increase (Figure 3.3b) whereas 5’  labeled DNA showed a single step 
increase in Cy3 fluorescence (Figure 3.3c, d), indicating 5’ to 3’ extension bias of Rad51 filament.  
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Figure 3.3 Rad51 binds in 5’ to 3’ direction (a) Schematic of 3’ Cy3 labeled DNA used in PIFE assay. (b) Single molecule 
trace displaying a gradual and stepwise increase in Cy3 signal.  (c) Schematic of 5’ Cy3 labeled DNA used in PIFE assay. 
(d) Single molecule trace showing an abrupt increase in Cy3 signal. (e) Normalized average intensity plot for both 
DNA constructs showing slower increase in 3’ Cy3 DNA compared to 5’ Cy3 DNA. Errors in fit results are in standard 
error of mean (SEM). (f) Schematic summary of Rad51 binding in 5’ to 3’ direction. 
 
We note that the intensity increase is greater for Cy3 at the 3' end because the dye is located at 
a conformationally more flexible position which is more sensitive to the PIFE effect (57,58). The 
same pattern is also observed when the intensities of single molecule traces are averaged and 
normalized by its minimum (Figure 3.3e). The 3.3 fold higher rate for the 5’Cy3 than the 3’Cy3 
indicates the nucleation initiating preferentially from the 5’ end (duplex junction). Both sets of 
data  are  consistent with  the  initiation  of  the  Rad51  nucleation  at  the  duplex  junction  and 
assembly/extension towards the 3’ end of the ssDNA (Figure 3.3f).  
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Figure 3.4 5’ to 3’ directionality is not due to Rad51 formation on DNA duplex (a) Schematic diagram of DNA used 
for Rad51 formation on duplex DNA. Cy3 and Cy5 are  located across the duplex DNA such that Rad51 formation 
results in FRET decrease. (b) FRET histogram of DNA only (gray) vs. Rad51 formed (orange) shows a transition from 
mid to low FRET induced by Rad51 formation on duplex DNA. (c) Single molecule trace showing a slow FRET decrease 
due  to Rad51  formation on duplex DNA.  (d, e) Rad51  filament  formation  rate deduced  from  fitting FRET  traces 
collected from over fifty traces. Errors in fit results are in SEM. (The rate in Figure 3.4d is higher than that shown in 
Figure 3.3e (3’Cy3) likely due to the different distance sensitivity exhibited by FRET (3‐8 nm) and PIFE (0‐4nm) i.e. 
FRET is not sensitive to last monomers of Rad51 binding.) 
 
Rad51 can also form a filament on double stranded (ds) DNA (59‐61), but the rate of filament 
assembly on dsDNA is approximately 6 fold lower (0.05 s‐1) than the rate observed for assembly 
on ssDNA  (0.28 s‐1; Figure 3.4a‐e).   Based on these results, Rad51 binding to dsDNA does not 
influence the directionality of its nucleation on the ssDNA substrates tested here. 
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3.4 SRS2 MONOMER DISPLAYS REPETITIVE MOVEMENT ON DNA 
To probe the translocation activity of Srs2 which is thought to contribute to its anti‐recombinase 
function (21), we examined its ATP stimulated movement on pdT20 (Figure 3.5a). We used a well 
characterized C‐terminal deletion mutant, Srs2C∆276 in all experiments unless stated otherwise. 
This mutant protein exhibits ATP‐driven translocation and anti‐recombinase activity (21) and we 
refer it as Srs2 from here on. When Srs2 was added with ATP, we obtained single molecule traces 
of highly repetitive FRET fluctuations reflecting repeated motion of Srs2 on ssDNA which induces 
repetitive distance changes between the two ends of the ssDNA (Figure 3.5b). These fluctuations 
require ATP hydrolysis since they are not seen in the absence of ATP or presence of ATPγS (Figure 
3.6a).  
 
Figure 3.5 Srs2 exhibits repetitive motion on ssDNA (a) Schematic diagram of FRET DNA used in Srs2 assay. (b) Single 
molecule traces displaying Srs2 induced FRET fluctuation. (c) The inverse of FRET peak to peak dwell time was fitted 
to Michaelis‐Menten equation. Errors  in fit results are  in SEM.   (d) Schematic diagram of tethered protein assay. 
Histidine  (9x)  tagged Srs2 was  immobilized to surface and non‐biotinylated FRET‐DNA substrate was applied.  (e) 
Single molecule traces show that the repetitive motion arises from a single monomer of Srs2. DNA binding, Srs2 
mediated repetitive motion and dissociation from Srs2 are shown as an appearance of FRET, FRET fluctuation and 
disappearance of FRET, respectively. (f) Single molecule trace shows multiple bursts of repetitive events arising from 
single Srs2 monomer.  
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Furthermore, the periodicity measured by collecting dwell times (δt) from over three hundred 
events shows a dependence on ATP concentration  (Figure 3.6b, c). A  fit of  these data  to  the 
Michaelis‐Menten equation yields Km = 9.26±1.72 µM ATP and Vmax = 0.64±0.02/sec (Figure 3.5c).  
 
Figure 3.6 Srs2 repetitive movement is ATP dependent (a) In the absence of ATP, Srs2 shows only a static binding to 
DNA, but no fluctuation. (b) FRET peak to peak dwell times collected  in varying ATP concentrations were built as 
histograms and fit with a Gaussian distribution fit. (c) Single molecule traces collected at  low ATP concentrations 
show markedly slower FRET fluctuations.   
 
To test  if the FRET  fluctuations arises  from a monomer Srs2 or successive binding of multiple 
monomers, we tethered a histidine tagged Srs2 (0.5‐1nM) to a surface treated with biotinylated 
 20 
 
Ni‐NTA  (Figure 3.5d)  and  added Cy3‐Cy5  labeled DNA  substrate  (non‐biotinylated). Here, we 
monitored FRET fluctuations, representing the repetitive motion of a Srs2 monomer on a single 
DNA (Figure 3.5e‐f). The DNA binding is highly specific to the presence of surface tethered Srs2 
as we do not see any fluorescence spots in the absence of Ni‐NTA or Srs2. This assay enables us 
to clearly distinguish the moment of DNA binding as an abrupt appearance of FRET, duration of 
repetitive motion as a continuous FRET fluctuation (gray bars) and the DNA dissociation as the 
disappearance of FRET (Figure 3.5e, f). This provides direct evidence that a monomer of Srs2 is 
sufficient  for  the  repetitive motion.   We  note  that  this  activity  is  not  the  initial  directional 
translocation of Srs2 on ssDNA, which occurs at a rate of 300 nts/sec (21), which is beyond our 
time resolution of 30‐100 ms, but what occurs after the fast translocation.  
 
3.5 SRS2 DISPLAYS REPETITIVE MOTION ON SSDNA AT SS/DS JUNCTION 
To probe the mechanistic basis of this repetitive action, we varied the lengths of the ssDNA from 
pdT13  to  pdT70  (Figure  3.7a). We  observe  similar  FRET  fluctuations when  the  tail  length  is 
between 13 and 20, with similar amplitude changes as depicted both in single molecule traces 
(Figure 3.7b) and FRET histograms taken from over one hundred events (Figure 3.7c). For 25 and 
30 nts, FRET fluctuations occur at a  lower FRET range with  less pronounced FRET peaks. Such 
FRET patterns  completely disappear  for  the pdT70 DNA  (Figure 3.7b,  c). Dwell  time analyses 
suggest  that  the  fluctuations  are  not  length  dependent  beyond  20  nts,  indicating  that  the 
repetitive movement is limited to ~18‐20 nts of ssDNA length (Figure 3.7d, e).  
 21 
 
 
Figure 3.7 Srs2 repetitively scrunches short segment of ssDNA (a) Schematic of FRET‐DNA constructs with various 
tail lengths (T13‐T70). (b) Single molecule traces show similar range of FRET fluctuation in T13‐T20, but much less 
prominent and  lower FRET range  fluctuation  in T25‐T30 and no  fluctuation  in T70.  (c) FRET histograms of single 
molecule traces of Srs2 on various ssDNA tail lengths. (d) FRET peak to peak dwell time δt. (e) Dwell times collected 
from various tail lengths. Error bars denote SEM based on five hundred molecules obtained from three independent 
measurements.  
 
Both the FRET pattern and dwell time analysis point to a mechanism whereby Srs2, while bound 
at the junction periodically reels in a finite segment of ssDNA of approximately 18‐20 nts, rather 
than the entire length of ssDNA. To test this hypothesis further, we prepared three substrates 
with tail lengths of pdT30, pdT40 and pdT50, but with each containing two dyes separated by 15 
nts (Figure 3.8a). We observe the same FRET fluctuation with similar periodicity for all three DNA 
substrates  (Figure 3.8b‐d), consistent with the mechanism described above. Experiments with 
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fluorescently  labeled  Srs2  further  support  this model  of  junction  anchored  Srs2  repetitively 
pulling in the 3’ tail (Figure 3.8e‐l). It is interesting to note that this activity involves an apparent 
5’ to 3’ directed movement, opposite of its 3’ to 5’ directional translocation (21).  
 
Figure 3.8 Srs2 anchors near duplex junction while pulling in a finite length of ssDNA (a) Schematic diagram of FRET‐
DNA construct. Three DNA substrates had tail length of 30, 40, 50 nucleotides and the same fixed Cy3‐Cy5 distance 
of 15 nucleotide as shown. (b) Single molecule traces taken from Srs2 on three DNAs are highly analogous to one 
another. (c) FRET histograms obtained from the three DNA experiments are identical. (d) Dwell time collected form 
the three experiments are also the same. Error bars denote SEM. (e) Single molecule surface of Cy3 and Cy5 channel 
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show single molecules of Cy3 labeled DNA and Atto 647N labeled Srs2 side by side. The presence of the single dye is 
confirmed by single step photobleaching as well as intensity corresponding to one fluorophore. (f) Single molecule 
intensity and corresponding FRET traces. As indicated by arrows, binding of Srs2 shows up as an abrupt appearance 
of FRET, followed by FRET fluctuations resulting from the repetitive activity of Srs2. Red signal disappears when the 
protein dissociates from DNA. (g) DNA constructs (3’‐Cy3 labeled partial duplex with T20‐40 nucleotide ssDNA) were 
used to probe the repetitive activity of fluorescently labeled Srs2 (NTA‐Atto 647N). (h) Single molecule FRET traces 
from pdT20, 25, 30 and 40. (i) FRET histograms collected from 30‐70 molecules that exhibit FRET fluctuations. (j) 
DNA construct (same partial duplex DNA with Cy3 at duplex junction) were used to visualize movement of labeled 
Srs2. (k) Single molecule FRET traces from pdT20 and pdT40. (l) FRET histograms collected from 50 traces that show 
FRET arising  from Srs2 binding and  repetitive motion.  (m) Proposed model  for Srs2  translocation and  repetitive 
motion on a short segment of ssDNA while anchoring near the duplex junction. 
 
3.6 SRS2 ANTI‐RECOMBINASE ACTIVITY 
Next, we tested if the repetitive activity of Srs2 contributes to its anti‐recombinase activity. We 
formed a Rad51 filament on Cy3/Cy5 labeled pdT20 DNA (Figure 3.9a) and added Srs2 (20‐200nM) 
together with  Rad51  to maintain  the  same  Rad51  concentration.  The  representative  single 
molecule  trace  shows  a  steady  low  FRET  transitioning  to  a  high  FRET  followed  by  FRET 
fluctuations, suggesting a complete clearance of the Rad51 filament (Figure 3.9b). The initial FRET 
increase corresponds to the dismantling of Rad51 by Srs2 translocation (21) whereas the FRET 
fluctuation reflects the repetitive motion of Srs2 that occurs after the removal process. This result 
suggests that after Srs2 removes Rad51 filament, it stays on the DNA and prevents re‐binding of 
Rad51 by repeatedly pulling in the ssDNA. This can also be advantageous for subsequent binding 
of RPA to reinforce the clearance of the Rad51 filament.  
While the repetitive motion by Srs2 serves to maintain the ssDNA clear of Rad51, this 
activity  is  transient, as more  than 60% of  single molecule  traces display a dynamic exchange 
between  the  steady  low  FRET  and  the  FRET  fluctuations,  representing  reformation of Rad51 
filaments and subsequent clearance by Srs2, respectively (Figure 3.9c). To test if the stability of 
the Rad51 filament influences its clearance by Srs2, we measured the dwell times corresponding 
to  the duration  corresponding  to  the Rad51  formed  state  (δt‐R,  low FRET) and  Srs2  induced 
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clearance  (δt‐S, FRET  fluctuation)  (Figure 3.9c)  for varying  lengths of the ssDNA tail. The ratio 
between δt‐R and δt‐S, which provides a measure of the propensity for Rad51 filament formation 
over clearance (Figure 3.9d) shows that the longest ssDNA (T25) is five times more likely to be 
occupied by a Rad51 filament than the shortest ssDNA (T13). In other words, the T13 ssDNA is 
five times more likely to remain cleared of Rad51 by Srs2 than the longer T25 ssDNA. The ratio 
appears to be the same for T20 and T25, reflecting the similar stability of a Rad51 nucleation 
above T20. If Srs2 is added to the DNA prior to Rad51, the duration of Srs2 activity before Rad51 
formation was  substantially  longer  (Figure 3.10a‐d),  indicating an enhanced ability of Srs2  to 
prevent  Rad51  binding.  Nevertheless,  Rad51  filaments  eventually  reform  even  under  these 
circumstances and a dynamic exchange between the two states follows as before (Figure 3.9c).  
To test  if Srs2 monomer can clear Rad51 filament, we used the protein tethered assay 
where DNA pre‐bound with a Rad51 filament was applied to the surface tethered Srs2 (Figure 
3.9e). We  observed  a  brief  low  FRET  binding  followed  by  high  FRET  and  FRET  fluctuations, 
indicating the binding of a Rad51‐ssDNA filament to Srs2, followed by a quick clearance of Rad51 
and Srs2 mediated motion on  ssDNA,  respectively  (Figure 3.9f). This assay offers  two unique 
advantages. First, it enables a direct observation of a Srs2 monomer to clear Rad51.  Second, it 
allows  for  precise measurement  of  the  time  required  for  a  Srs2 monomer  to  clear  a Rad51 
filament, δt (Figure 3.9f). The δt for different ssDNA tail lengths (pdT13‐pdT25) Consistent with 
the stability of Rad51 filaments shown above (Figure 3.9d), the removal time to clear the longest 
(T20, T25) was 4‐5 fold higher than the shortest Rad51 filament (T13). The similar fold difference 
obtained in Figure 3.9d and g indicates that the overall filament stability of Rad51 on T20/25 is 
approximately five fold higher than on T13.  
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Figure 3.9 Srs2 repetitive motion prevents Rad51 formation (a) Schematic of FRET DNA used in Rad51 removal assay. 
(b) Single molecule trace showing low to high FRET followed by FRET fluctuation. (c) Single molecule trace displaying 
dynamic  exchange  between  Rad51  filament  formation  and  Srs2  clearance.  (d)  Ratio  between  filament  formed 
duration and Srs2 cleared duration tested on varying tail. Error bars denote SEM based on one hundred events from 
forty molecules. (e) Schematic of immobilized Srs2 assay to test if clearance and repetitive activity arises from Srs2 
monomer. (f) Single molecule traces showing monomer Srs2 removing Rad51 filament and preventing reformation. 
(g) Dwell times corresponding to removal duration for different tail length. Error bars denote SEM. 
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Figure 3.10 Srs2 removal strength and specificity (a) Single molecule FRET traces obtained from an experiment where 
Srs2CΔ276 was added to preformed Rad51. (b) Dwell time of Srs2CΔ276 movement duration (marked in red arrow in (a)) 
which  represents  the  period  Srs2CΔ276  prevents  Rad51  reformation.  (c)  Single  molecule  FRET  traces  from  an 
experiment where Srs2CΔ276 was preloaded to DNA then Rad51 was added. (d) Histogram and a Gaussian distribution 
fit of dwell time of Srs2CΔ276 motion duration which represents the period Srs2CΔ276 prevents Rad51 initiation. Error 
in  fit result  is  in SEM.  (e) Single molecule  trace of Srs2CΔ276 subject  to RecA removal shows  that Srs2CΔ276 cannot 
remove RecA filament. (f) Srs2 full length (wildtype) protein exhibits the same repetitive movement as the C‐terminal 
truncation mutant. (g) Srs2 full length protein shows the same Rad51 removal activity as the C‐terminal truncation 
mutant. 
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3.7 SRS2 CANNOT DISASSEMBLE A RECA FILAMENT 
To examine the specificity of Srs2 in clearing Rad51, we tested its ability to remove RecA filaments. 
We formed a stable RecA filament (16) and added Srs2 (200nM). In this case, less than 5% of the 
molecules  showed  FRET  fluctuations  induced  by  Srs2,  indicating  negligible  removal  of  RecA 
(Figure  3.10e).  Based  on  this  result, we  confirm  that  Srs2’s  repetitive  activity  is  specific  for 
dismantling Rad51 filaments as the anti‐recombinase activity of Srs2 requires a direct physical 
contact with Rad51 (21,50). In addition, the full length Srs2 shows the same repetitive movement 
(Figure 3.10f) and the same pattern of Rad51 clearing activity (Figure 3.10g), indicating that the 
full length Srs2 exhibits the same activity as the C‐terminal truncation mutant. 
 
3.8 SRS2 UNWINDING OF DNA IS SUPPRESSED BY RAD51 
As a helicase, Srs2 can unwind double stranded (ds) DNA with a flanking 3’ ssDNA tail longer than 
12 nucleotides (49). We asked if this unwinding activity is modulated by the presence of a Rad51 
filament. We confirmed Rad51 formation on dsDNA as shown before (Figure 3.4a‐c). Complete 
unwinding  is expected to result  in the  loss of the Cy3 (green)  labeled strand because only the 
other  strand  (red)  is  immobilized  to  the  surface  (Figure  3.11a,  b).  Therefore,  the  unwinding 
kinetics was measured by the disappearance rate of the Cy3 (green) signal over time on all DNA 
constructs (Figure 3.11c). We counted molecules every 5‐10 seconds after the addition of Srs2 
on different regions of the microscope slide rather than continuous monitoring of one area to 
minimize photobleaching. Consistent with  the previous  finding  (49),  the  rate of unwinding  is 
dependent on the  length of the 3’ tail (Figure 3.11d).  In the presence of Rad51, however, the 
unwinding rate was reduced to the same degree, independent of the tail length (Figure 3.11e, f; 
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Table 3.1), suggesting  that Rad51  formed on  the duplex DNA  is responsible  for  the  inhibitory 
effect.   
 
Figure 3.11 Rad51 suppresses Srs2 induced unwinding (a, b) FRET‐DNA constructs with varying tail lengths (T13‐T25) 
without and with Rad51.  (c) Fluorescence spots  left on surface can be counted for unwinding rate analysis.  (d‐f) 
Unwinding rate of Srs2 is substantially lower in the presence of Rad51. Error bars denote SEM based on over one 
thousand molecules obtained from three measurements. (g, h) Schematic of unwinding DNA constructs. Cy3 and 
Cy5 are located near duplex junction such that unwinding will result in FRET decrease. (i, j) Unwinding in the presence 
of Rad51 is delayed as indicated by slower FRET decrease. (k, l) Histograms and a Gaussian distribution fit show that 
the Srs2 unwinding duration is about 5‐6 times longer in the presence of Rad51. Errors in fit results are in SEM.  
 
To examine this effect more directly, we prepared a DNA substrate which has two dyes 
located near the duplex junction (Figure 3.11g, h). In the absence of Rad51, Srs2 (>20nM) induces 
a rapid FRET decrease as seen in a representative trace (Figure 3.11i) with the unwinding dwell 
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time (δt) of 6 seconds (Figure 3.11k). In the presence of a Rad51 filament, however, unwinding is 
inhibited  as  seen  by  the  long  delay  in  the  FRET  decrease  (Figure  3.11j),  yielding  an  average 
unwinding time of 34 seconds (Figure 3.11l).  
ssDNA tail  With Rad51  Without Rad51 
T13  0.078 ± 0.005  0.12 ± 0.003 
T15  0.090 ± 0.005  0.17 ± 0.005 
T20  0.076 ± 0.006  0.32 ± 0.04 
T25  0.088 ± 0.008  0.50 ± 0.05 
 
Table 3.1 Unwinding rate with and without Rad51 (min ‐1). Errors in fit results denote SEM from three independent 
measurements. 
 
Next, we employed  the Srs2 monomer  tethered assay  to test  if monomer can unwind 
(Figure  3.12a).  Over  95%  of  the  binding  events  showed  a  stable  high  FRET  (Figure  3.12b), 
indicating  no  DNA  unwinding  activity.  Therefore,  we  conclude  that  Srs2 monomers  cannot 
unwind DNA efficiently and that the unwinding seen with immobilized DNA is likely due to higher 
oligomeric  forms of Srs2 or multimers of Srs2 binding  to one DNA, consistent with ensemble 
studies.  
 
Figure 3.12 Srs2 monomer cannot unwind DNA (a) FRET‐DNA applied to surface tethered Srs2. (b) Single molecule 
traces show steady high FRET, indicating no unwinding by Srs2 monomer. 
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3.9 DISCUSSION 
We have used single molecule FRET to detect the formation of Rad51 filaments on ssDNA with 
lengths  in the 10‐20 nucleotide range where the distance change  induced by Rad51 binding  is 
detectable by FRET (62). We observed that Rad51 formed a stable filament on ssDNA as short as 
18 nucleotides  (Figure 3.1b). Based on  the detection of  three,  four and  five  steps  for Rad51 
binding to pdT10, 13 and 15, we deduced a site size of three nucleotides per Rad51 monomer. 
Combining  the site size with  the minimum ssDNA  length required  for  forming a stable Rad51 
filament (pdT18), we infer a nucleation size of six Rad51 monomers. These numbers are similar 
to those inferred for RecA (16) and consistent with the structural resemblance between the two 
proteins  (55,56).  It  is  interesting  to  note  that  the  FRET  transition  from  0.8  to  0.65,  which 
represents monomer dissociation near ds/ssDNA  junction  is substantially  less prominent than 
others in all three TDPs presented (Figure 3.1d). This pattern likely arises from the higher stability 
of a monomer that binds at the ds/ssDNA junction compared to other positions. Therefore, the 
near‐duplex  junction  positioning  of  Srs2  represents  an  ideal  target  location  for  an  anti‐
recombinase.  Previous  studies  with  human  Rad51  (hRad51)  reported  that  nucleoprotein 
filaments grow in multiples of trimers as a stable nucleation cluster (63). However, this assay was 
performed on purely dsDNA (λ DNA) on which a Rad51 filament may have a different stability. 
Similar to our finding, a recent study by Bell et al demonstrated that RecA filament formation on 
ssDNA  involves  primarily monomer  and  dimer  units  and  the  net  growth  favors  the  5’  to  3’ 
direction (64).  
Although  Rad51  binding  is  expected  to  be  similar  to  RecA  (65),  Rad51  binding 
directionality has never been demonstrated on a resected DNA mimic with high resolution.  In 
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humans, Rad51 binding  to  resected DNA  is controlled by BRCA2  (66).  In agreement with our 
finding, the overall net growth directionality for RecA, hRad51 and yeast Rad51 was shown to be 
5’ to 3’ on both ssDNA and dsDNA although bi‐directionality was also demonstrated (16,63,64,67). 
To directly monitor the directional bias of yeast Rad51 filament formation, we utilized a recently 
developed single molecule assay, smPIFE (1,42). The 5’ to 3’ assembly was demonstrated in two 
ways; the difference in the rate of overall signal increase and the shape of the intensity increase 
(Figure 3.3b, d). In addition, the larger PIFE effect seen for the 3’ Cy3 is in agreement with our 
previous finding in which RecA binding to a similar substrate resulted in 3‐4 fold increase in the 
fluorescence signal (1).  
Previous single molecule studies have identified numerous helicases that translocate or 
unwind repetitively (42,43,68‐71). Two bacterial homologs of Srs2, Rep (69) and PcrA (43) display 
repetitive translocation that resembles that of Srs2 in two aspects. First, they all exhibit repetitive 
activity  on  single  stranded  DNA;  second,  they  all  involve  looping  of  ssDNA  although  the 
mechanistic details differ. One clear difference is that Srs2 only acts on a small segment of ssDNA 
near duplex  junction.   We propose a model whereby Srs2  stations  itself near  the  junction of 
ssDNA  and  dsDNA  and  repetitively  reels  in  a  short  segment  of  ssDNA  (Figure  3.8m).  We 
hypothesize that this repetitive activity involves ATP stimulated conformational changes within 
Srs2 which results in a periodic tugging of a finite length of ssDNA.  We also note that we cannot 
discern whether this motion involves looping of ssDNA, scrunching or encircling of ssDNA around 
Srs2. 
Srs2 is a functionally unique helicase in yeast in that its recruitment is highly specific for 
the removal of Rad51 filaments (21,22,72). As a control, we showed that Srs2 is unable to remove 
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a RecA filament from ssDNA (Figure 3.10e). It  is  interesting to note that the removal of Rad51 
filament  formed on  shorter  fragment of  ssDNA  requires  substantially  less  time,  likely due  to 
instability of the Rad51  filament  (Figure 3.9g). The repetitive motion by Srs2 we demonstrate 
here is not the dismantling of a Rad51 filament, but what is likely to occur after disruption of the 
filament. Hence our  findings expand on  the previously known role of Srs2’s anti‐recombinase 
function  (21‐24).  This  repetitive mechanism  at  the  site  of  a  duplex  junction  can  offer  two 
advantages. First, the repetitive nature of activity can effectively maintain ssDNA clear of Rad51 
binding. Second, the activity at the duplex junction enables efficient sequestering of ~18‐20 nts 
of  ssDNA, which  coincides with  the  ~18  nt  length  required  for  formation  of  a  stable  Rad51 
nucleation cluster. Taken together, the Srs2 mechanism we present here (Figure 3.13) represents 
a highly specific activity of an anti‐recombinase both in terms of motion and position. We note 
that the anti‐recombinase activity of Srs2 does not prevent Rad51 formation permanently, but 
only acts to transiently counterbalance Rad51 filament formation. 
 
Figure 3.13 Schematic summary of Srs2 motion as an anti‐recombinase mechanism for Rad51 clearance. Srs2 first 
translocates in the 3’ to 5’ direction along ssDNA to displace Rad51, then remains bound near the duplex junction 
and repetitively scrunches a short segment of ssDNA to prevent Rad51 reformation. 
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The helicase activity of Srs2 is not correlated with its anti‐recombinase function (22,73,74) 
whereas  the ATP  fueled  translocase activity  is  required, but not sufficient  for Rad51  filament 
removal (21,49). Furthermore, it has been shown for other SF1 helicases that their translocation 
and  unwinding  activities  are  functionally  separable  in  that  enzyme  oligomerization  is  often 
required  for DNA  unwinding  activity  (75). We  find  that monomeric  Srs2  can  dislodge Rad51 
filaments on ssDNA, but cannot unwind dsDNA. Hence, Srs2 monomers are capable of removing 
Rad51 filaments from ssDNA without unwinding the duplex DNA.  This behavior is thus similar to 
what has been observed and proposed  for E.  coli UvrD  in  its  role as an anti‐recombinase  to 
remove RecA filaments (71). Previous studies revealed that Rad51 plays a dual role;  it targets 
Srs2 to homologous recombination intermediates and triggers ATP hydrolysis within the Rad51 
filament, inducing Rad51 dissociation from the DNA (21). Here, we demonstrate yet another role 
of Rad51  in  preventing DNA  unwinding  by  Srs2.  In  contrast,  one  study  reported  that Rad51 
enhances  Srs2  unwinding  (76).  However,  this  study  was  performed  under  very  different 
conditions including the presence of RPA, use of up to a 25 fold higher Srs2 concentration (500nM) 
and a DNA with a much longer ssDNA tail (209 nts), all of which may favor the DNA unwinding 
reaction. Due to these differences, a direct comparison cannot be made. Our more direct real 
time assay shows that in the absence of RPA, Rad51 inhibits the ability of Srs2 to unwind DNA.  
In conclusion, we present a comprehensive step‐by‐step process of the roles of Rad51 
and  Srs2  in  the  early  stages  of  homologous  recombination.   Our  results  reveal  an  exquisite 
mechanism  that  controls  the  balance  between  the  recombinase,  Rad51  and  the  anti‐
recombinase, Srs2.  
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3.10 MATERIALS AND METHODS 
Oligonucleotides  
Unlabeled, Cy3‐labeled and Cy5‐labeled Oligonucleotides were purchased from Integrated DNA 
technologies  (Coralville,  IA).  Internally  labeled oligos contain amino modifier dT subsequently 
labeled using Cy3 monofunctional NHS esters (GE Healthcare, Princeton, NJ). Briefly, 10 nmoles 
of  amino modified oligonucleotides  in  20uL of 50mM  sodium  tetraborate buffer pH 8.5  and 
100nmoles of Cy3 NHS ester dissolved in DMSO was added and incubated with rotation overnight 
at room temperature. The labeled oligonucleotides were purified by ethanol precipitation (77).  
 
DNA Sequences 
pdT(10‐70):  5’‐GCCTCGCTGCCGTCGCCA‐3’  +  5’‐TGGCGACGGCAGCGAGGC‐(dT)10  or  (dT)13  or 
(dT)15 or (dT)18 or (dT)20 or (dT)25 or (dT)30 or (dT)40 or (dT)70 ‐3’;  
Internal amino modifier is represented as (C6 dT), this can be used to label DNA with an internal 
Cy3 or Cy5 dye.  
pdT3+17: 5’‐GCCTCGCTGCCGTCGCCA‐3’ + 5’‐TGGCGACGGCAGCGAGGC‐(dT)3‐(C6 dT)‐(dT)17‐3’; 
pdT15+(15‐35):  5’‐GCCTCGCTGCCGTCGCCA‐3’  +  5’‐TGGCGACGGCAGCGAGGC‐(dT)15‐(C6  dT)‐
(dT)15 or (dT)25 or (dT)35 ‐3’. 
 
DNA Substrate Preparation 
Partial duplex DNA substrates for  immobilized‐DNA experiments were prepared by mixing the 
appropriate biotinylated and non‐biotinylated oligonucleotides in a 1:2 molar ratio at 10μM in 
T50 buffer (50mM NaCl , 10mM Tris‐HCl (pH 8.0)). Oligonucleotide mixtures were incubated at 
95°C  for 2 minutes  followed by slow cooling to room temperature to complete the annealing 
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reaction. Partial duplex DNA substrates for tethered‐protein experiments were prepared using 
non‐biotinylated strands of oligonucleotides with the same sequences as the biotinylated oligos. 
 
Proteins 
The wildtype Rad51 protein and Srs2 truncation mutant Srs21‐898 (Srs2CΔ276) with a His9 tag at its 
N‐terminus were expressed in E. coli Rosetta strains (Novagen) and purified to near homogeneity 
(21). The bacterial wildtype RecA protein was purchased from New England Biolabs (Ipswich, MA).   
 
Reaction Conditions for Rad51, RecA and Srs2 
Standard  Rad51  reaction  buffer was  50 mM  Tris‐HCl  (pH  7.5),  50 mM NaCl,  10 mM MgCl2; 
standard RecA reaction buffer was 100 mM NaAc, 25 mM Tris‐HCl (pH 7.5), 10 mM MgAc, with 
an oxygen scavenging system containing 0.8% v/v dextrose, 1 mg/ml glucose oxidase, 0.03 mg/ml 
catalase (77), and 2‐mercaptoethanol (1% v/v), all items were purchased from Sigma Aldrich (St. 
Louis, MO). The measurements were performed at room temperature (21°C ± 1°C). 1 mM ATP 
was used in all experiments unless otherwise specified.   
 
Single‐Molecule Fluorescence Assay 
smFRET  and  smPIFE  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection 
fluorescence microscope  (78). Cy3  (donor) on DNA was excited by an Nd:YAG  laser  (532nM, 
75mW, Coherent CUBE) via total internal reflection. The fluorescence signals from Cy3 and Cy5 
were collected  through an objective  (Olympus Uplan S‐Apo; X100 numerical aperture; 1.4 oil 
immersion) and detected at 100ms time resolution using an EMCCD (electron multiplying charge‐
coupled device) camera (iXon DU‐897ECS0‐#BV; Andor Technology). The camera was controlled 
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using home‐made C++ program. Single‐molecule traces were extracted from the recorded video 
file by IDL software.  
 
Srs2 Translocation on ssDNA 
Saccharomyces cerevisiae Srs2 was mixed at 5nM with Rad51 reaction buffer and ATP and added 
to a flow chamber that had 100pM DNA specifically immobilized on a PEG‐coated quartz surface 
through biotin‐neutravidin linkage (8). ATP concentration varies from 0 to 1mM for data fitted to 
Michaelis‐Menten equation (Figure 3.5c). 
 
Srs2 Unwinding DNA 
200nM of Srs2 was mixed in the Rad51 reaction buffer and applied to surface immobilized FRET 
DNA.  Approximately  400‐600  single  molecules  are  viewed  in  one  field  of  image.  The 
disappearance of Cy3 fluorescence was counted as unwound DNA molecules (loss of Cy3 signals) 
by taking about 20 short movies (5‐10 seconds) were taken for over 40 minutes. 
 
Rad51 Filament Formation 
Yeast Rad51 was mixed at 1 μM in Rad51 reaction buffer and applied to immobilized DNA. Initially 
all DNA molecules display high FRET due to ssDNA flexibility. Upon Rad51 formation, high FRET 
decreases to low FRET. The FRET histograms obtained from thousands of molecules are compiled 
to  represent  the  population  dynamics  over  time whereas  single molecule  FRET  traces were 
analyzed further to determine site size of Rad51 monomers. 
 
Removal of Rad51 Filament by Srs2 
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Initially, 1uM of Rad51  is added to FRET DNA to complete filament formation. Then, Srs2 and 
Rad51 were mixed at 200nM and 1μM respectively in Rad51 reaction buffer and applied to the 
flow chamber to remove preformed Rad51 filament. Again, the results are analyzed at the level 
of histogram and single molecule traces. 
 
RecA Filament Formation 
Bacterial RecA was mixed  at  1  μM with RecA  reaction  buffer  and ATP  and  added  to  a  flow 
chamber that had 100pM specifically immobilized DNA.  
 
Tethered Srs2 Protein 
The truncated Srs2 protein, Srs2CΔ276 has 9x histadine tags which are tethered to the PEG‐coated 
quartz surface through neutravidin‐biotin‐tris‐NTA  linkage. Biotin‐tris‐NTA was a generous gift 
from  Prof.  Paul  J.  Hergenrother,  Department  of  Chemistry  at  University  of  Illinois  Urbana 
Champaign (79).  
For Srs2 translocation experiments, biotin‐tris‐NTA (20nM) was mixed NiCl2 (50nM) in T50 
buffer (50mM Tris pH 7.5, 50mM NaCl) and incubated on ice for 15 minutes. The mixture is then 
added to a flow chamber that already had neutravidin immobilized to the PEG‐coated surface, 
then allowed to  incubate  for 10 minutes at room temperature. 0.5‐1nM of Srs2  in T50 buffer 
were then added to the flow chamber and incubated for 5 minutes at room temperature. Finally, 
non‐biotinylated partial duplex DNA substrate  in Rad51 reaction buffer and ATP was added to 
the flow chamber to initiate the reaction. 
For Srs2 monomer removal of Rad51 filaments, 10nM of Srs2 was tethered to the quartz 
surface via neutravidin‐biotin‐tris‐NTA  linkage. Non‐biotinylated partial duplex DNA substrates 
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were first incubated with 1μM of Rad51 in Rad51 reaction buffer and ATP for 15 minutes at room 
temperature before added to the flow chamber to complete the reaction. 
 
Srs2 Protein Labeling 
NTA‐Atto‐647  dye was  kindly  provided  by  Prof.  Robert  Tampé,  Institute  of  Biochemistry  at 
Goethe‐University Frankfurt(80). Srs2 and dye were mixed at a ratio of 1:1.5 (5nM and 7.5 nM, 
respectively) with Rad51 reaction buffer, ATP, 2mM DTT, incubated at room temperature for 5 
minutes, and added to a flow chamber that had 100pM Cy3‐only DNA substrate immobilized.  
 
Data Analysis 
Single molecule traces were analyzed using codes written in Matlab. FRET efficiency values were 
calculated as a ratio between acceptor intensity and total donor and acceptor intensity.  
For  various  dwell  time  analyses:  Peak‐to‐peak  dwell  time  analysis  to  obtain  δt  was 
measured manually from  individual FRET traces (Figure 3.7d) within Matlab, and the resulting 
histograms and fittings were generated using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). 
Binning  sizes vary based on  the  type and  range of data collected. Rad51  removal dwell  time 
(Figure 3.11g)  is measured as the time that  it took from the appearance of  low FRET signal to 
change to high FRET (Figure 3.11f). Srs2 loading duration (Figure 3.12b and d) is measured as the 
time  that DNA  is occupied by Srs2 before being covered by Rad51  (Figure 3.12a and c). DNA 
unwinding  time by Srs2  (Figure 3.13k and  l)  is measured as  the  time  it  took  from high FRET 
fluctuations  (Srs2 occupying DNA) to go to  low FRET before signal disappearance due to DNA 
unwinding (Figure 3.13i and j).  
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Overall δt‐Rδt‐S ratio measures the time that the DNA spent coated with Rad51 versus free of 
Rad51.  It  is calculated by averaging  the sum of  the  individual  ratio of each pair of  δt‐R  (DNA 
covered with Rad51 filament) and δt‐S (DNA cleared of Rad51 filament) from  individual single 
molecule traces. δt is measured as shown in Figure 3.11c.  
 
Michaelis‐Menten Kinetics 
ATP‐dependence  data  for  FRET  fluctuation  dwell  times were  fitted  to  the Michaelis‐Menten 
kinetics equation (1) using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). 
ݒ ൌ ௏೘ೌೣሾௌሿ௄೘ାሾௌሿ    (1) 
In equation (1) ݒ is the dwell time rate calculated at ATP concentration ሾܵሿ;  ௠ܸ௔௫ is the maximum 
dwell time rate achieved at saturating ATP concentration; ܭ௠ is the amount of ATP required for 
the reaction to reach half the maximum dwell time rate.  
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CHAPTER 4: MOLECULAR MECHANISM OF RESOLVING TRINUCLEOTIDE REPEAT HAIRPIN BY 
HELICASES 
The work in this chapter is currently under review for publication. 
4.1 INTRODUCTION 
Trinucleotide repeats (TNR) are successive triplet DNA sequences made up of CTG, CAG, CGG or 
CCG  that  can develop  into a  secondary DNA  structure  known as hairpins  (29). These hairpin 
structures can occasionally arise during aberrant DNA replication or error‐prone DNA repair and 
act as toxic intermediates that can either stall the main replication machinery or trap proteins 
involved in the DNA repair pathways (29,81‐85). If left unresolved, such TNR hairpins can lead to 
genome  expansion  and  chromosomal  instability  (86)  that  can  give  rise  to  numerous 
neurodegenerative  diseases  in  human  including  myotonic  dystrophy,  Huntington’s  disease, 
fragile X syndrome and Friedreich’s ataxia (26‐28,87).  
Due to the deleterious effects that can arise from the easily expanded TNR hairpins, many 
studies have focused on searching for proteins that can help destabilize the formation of hairpins. 
The genetic screening performed in Saccharomyces Cerevisiae revealed that DNA helicases Srs2 
and Sgs1 are potential inhibitors of TNR expansions (30‐33). Consistently, cells lacking the gene 
for  Srs2  showed  a  significant  increase  (up  to  40  folds)  in  TNR  expansions  and  contractions, 
resulting in chromosomal fragility (30,32,33). Deletion of Sgs1 also caused contractions of CTG 
repeats and increased fragility (32). Furthermore, double mutant cells lacking both Srs2 and Sgs1 
resulted in cell death (34), suggesting that the two proteins cooperated to help reduce the stalled 
replication  forks  due  to  TNR  hairpins  and  also  reduced  the  accumulation  of  toxic  DNA 
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intermediates (35). Interestingly, this activity of Srs2 at TNR during replication was not dependent 
on Rad51 (33), suggesting a role of Srs2 unrelated to its anti‐recombinase function.    
We employed  single molecule  fluorescence  techniques  to  investigate  the mechanisms 
used by Srs2 and Sgs1  in resolving/unfolding TNR hairpins and compared  it to their activity  in 
unwinding  double  strand  (ds)  DNA.  The  single  molecule  approach  enabled  us  to  clearly 
distinguish  between  the  two  distinct modes  of  unwinding mechanism  adopted  by  the  two 
proteins. First, we found that a monomer of Sgs1 is sufficient for unwinding duplex DNA while 
multiple units of  Srs2  at  a higher  concentration  is  required  to  achieve  the  same unwinding. 
Second, Sgs1 completely unwinds both duplex DNA and TNR hairpin non‐discriminately whereas 
Srs2 exhibits a unique  repetitive unfolding cycles of TNR hairpin. We also show  that  the TNR 
unfolding frequency of Srs2 is modulated by the folding strength and the total length of the TNR 
hairpin.  These  results  suggest  that  Srs2’s  repetitive  motions  may  be  involved  in  the 
destabilization of TNR hairpins for an extended period whereas the robust unwinding activity of 
Sgs1  rapidly  resolves  stable  hairpin  structures  completely.  In  this  way,  the  disparate  TNR 
unfolding mechanism of Srs2 and Sgs1 can contribute to resolve TNR hairpin in a cooperative and 
complementary manner.  
 
4.2 UNWINDING OF DUPLEX DNA BY SRS2 AND SGS1  
Prior to testing DNA with TNR, we sought to compare the dsDNA unwinding activity between the 
Srs2 and Sgs1. We prepared a partially duplexed DNA substrate consisting of 18 basepairs (bps) 
and 20 nucleotide (nt) of polythymine DNA tail (pdT20). The Cy3 (green) and Cy5 (red) fluorescent 
dyes were  located near the 3’ and 5’ end of ssDNA, respectively such that  it produces a FRET 
value of 0.7 when excited with a green  (532nm)  laser  (39)  (Figure 4.1A). This DNA  substrate 
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enables us  to detect both  the unwinding of  the duplex DNA and  the possible motion of  the 
protein on ssDNA (45). Complete unwinding of duplex will result in the disappearance of FRET 
due to the dissociation of Cy3 strand whereas the motion of protein on ssDNA can be tracked by 
FRET change.   
 
Figure 4.1 Unwinding of duplex DNA by Srs2 and Sgs1 (A, D) Schematic of partial duplex DNA with donor (Cy3) and 
acceptor  (Cy5)  fluorophores used  for unwinding.  (B, E) Representative  single molecule  intensity  (top) and  FRET 
(bottom)  traces  obtained  from  applying  10nM  Srs2  or  Sgs1  to  the  unwinding  substrate,  respectively.  (C)  FRET 
histogram taken before and after unwinding reaction by Srs2 showing no unwinding. (F) FRET histogram taken before 
and after unwinding reaction by Sgs1 showing rapid unwinding. (G) Unwinding rate of Sgs1 (black circle) and Srs2 
(red circle) and the first exponential fit. Data are represented as mean ± S.E.M.. (H, I) Histidine‐tagged Srs2 or flag‐
tagged Sgs1 proteins (0.5‐1nM) were each immobilized on a surface treated with biotinylated Ni–NTA (nitroloacetic 
acid) or biotinylated anti‐flag antibody, respectively and the representative single molecule traces obtained in each 
case are shown. 
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We applied the same concentration of Srs2 (10nM) or Sgs1 (10nM) to the pdT20 substrate 
(Figure  4.1A,  D).  Here, we  employed  the  full‐length  Srs2  protein  instead  of  the  C‐terminal 
deletion mutant, Srs2C∆276 used in our previous study, although both have been shown to have 
similar helicase activities  (45). The concentration of Srs2 used here  is comparable to previous 
studies (30,33) where we do not anticipate significant unwinding of the dsDNA (88). When Srs2 
(10nM) and ATP (1mM) was added to the pdT20 substrate, we observed a rapid FRET fluctuation 
between  two  FRET  states  (Figure  4.1B),  consistent  with  the  previously  reported  repetitive 
movement of Srs2 on  single  strand  (ss) DNA,  fueled by ATP hydrolysis  (45). The FRET values 
collected  from  over  one  thousand  single molecules were  built  into  FRET  histograms  before 
(Figure 4.1C, top) and after 12 minutes of reaction (Figure 4.1C, bottom). The single high FRET 
peak (0.7) that arises from DNA molecules before the reaction (top) shifts into 2 peaks (bottom) 
upon addition of Srs2 and ATP. This is from the compilation of the two FRET states seen in the 
single molecule traces, such as in Figure 4.1B, and is due to the repetitive motion of Srs2 on ssDNA. 
To  measure  the  unwinding  activity,  we  counted  the  number  of  DNA  molecules  on  the 
experimental surface over time. Over 12 minutes, the number of molecules exhibiting FRET (with 
both  Cy3  and  Cy5  signals)  remained  approximately  the  same  (Figure  4.2A,  C),  indicating  a 
negligible unwinding activity by Srs2 (10nM). Conversely, when the same concentration of Sgs1 
(10nM)  and  ATP  (1mM) were  added  to  the  same  DNA  construct  (pdT20,  Figure  4.1D), we 
observed a rapid FRET decrease in the majority of single molecule traces (Figure 4.1E), followed 
by the loss of Cy3 signal on the experimental surface. (Figure 4.2B, D). The FRET histograms taken 
before and after 12 minutes of unwinding (Figure 4.1F)  indicates that the major population of 
high FRET molecules disappeared as a result of active unwinding by Sgs1 (10nM). To quantify the 
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unwinding  kinetics, we  counted  the  number  of  Cy3 molecules  every  5‐10  seconds  after  the 
addition of the proteins and converted the decrease in Cy3 count as unwinding percentages for 
both Srs2 and Sgs1 (Figure 4.1G). The imaging area was switched every 5‐10 seconds to minimize 
the  loss  of  DNA molecule  signals  due  to  photobleaching.  The  unwinding  rate  of  Sgs1  was 
estimated to be 1.40±0.08min‐1 whereas the Srs2‐induced unwinding was negligible. We have 
shown previously that 200nM of Srs2 unwound the same DNA at the rate of 0.3 min‐1 (45), which 
is still substantially slower than the rate observed for 10nM Sgs1.  
 
Figure 4.2 (A, B) Schematic of DNA identical to Figure 4.1A. (C, D) Screen capture of Cy3 (donor) and Cy5 (red) signals 
from single molecules of FRET DNA. At 10 nM concentration, Srs2 cannot unwind DNA duplex (Cy3 and Cy5 signals 
remain after unwinding reaction), but Sgs1 unwinds, leading to a rapid disappearance of Cy3 and FRET signal. 
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We have also demonstrated in our earlier work that a monomer of Srs2C∆276 is responsible 
for the repetitive motion on DNA which results  in FRET fluctuation (45). Here we adopted the 
same platform for testing the monomer unwinding activity of full length Srs2 and Sgs1 proteins. 
Histidine‐tagged Srs2 or flag‐tagged Sgs1 (0.5‐1nM) were each immobilized on a surface treated 
with  biotinylated  Ni–NTA  (nitroloacetic  acid)  or  biotinylated  anti‐flag  antibody,  respectively 
(Figure 4.1H, I). This platform enables one to immobilize monomer proteins on surface and detect 
monomeric protein activity. To this platform, we applied non‐biotinylated version of the same 
FRET DNA, pdT20 and ATP to initiate unwinding. In this reverse configuration, we do not capture 
any signal until the labeled substrate binds the protein. For Srs2, we obtained FRET fluctuations 
occurring in successive bursts (Figure 4.1H) representing a repetitive cycle of Srs2 motion per one 
DNA binding (45). For Sgs1, we observed an initial high FRET (DNA binding) which immediately 
transitions to low FRET due to unwinding, followed by a disappearance of the Cy3 (green) signal 
indicating the release of the unwound strand due to complete unwinding of the dsDNA (Figure 
4.1I).  Taken  together, we demonstrate  that  Sgs1, but not  Srs2  can unwind duplex DNA  as  a 
monomer. This result combined with the requirement of 50‐200nM of Srs2 for efficient dsDNA 
unwinding suggests that multimers of Srs2 is needed for DNA unwinding (45,88). 
 
4.3 TNR HAIRPIN TARGETING BY SRS2 AND SGS1  
Next, we asked whether Srs2 and Sgs1 differ in processing a DNA substrate that contains a TNR 
hairpin within dsDNA. We prepared a DNA substrate (Figure 4.3A) consisting of 14 nt ssDNA (dT14) 
and 32 bp dsDNA with 11 repeats of CTG inserted in the middle of the duplex used previously 
(30). Two fluorophores, Cy3 and Cy5 were located at either end of the CTG sequence such that 
when a hairpin forms, the fluorophores will be brought to close proximity (Figure 4.3A, 4.4A) to 
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yield a high FRET signal. When the DNA (annealed  in 10mM MgCl2 buffer to promote the TNR 
hairpin formation) was applied to imaging surface, the resulting FRET histogram showed a narrow 
peak at 0.8 for DNA alone (Figure 4.4B and C, upper histogram), suggesting a formation of the 
expected TNR hairpin by CTG repeats. When Srs2 (10nM) and ATP (1mM) was added to this DNA, 
we observed an unexpected high‐to‐mid FRET fluctuations (Figure 4.3B)  indicating a repetitive 
opening of the CTG hairpin by Srs2. Although this FRET pattern may appear to be similar to what 
we observed previously in Figure 3.1B, based on the positioning of the dyes on the TNR substrate, 
the FRET fluctuation seen here represents a repetitive unfolding of the TNR hairpin rather than a 
repetitive motion of Srs2 on ssDNA (45). In contrast, Sgs1 applied in the same condition (10nM), 
induced  a  gradual  FRET  decrease  followed  by  a  disappearance  of  Cy3  signal  (Figure  4.3C), 
suggesting a complete unwinding of the entire dsDNA.  
 
Figure  4.3  TNR  hairpin  unwinding  by  Srs2  and  Sgs1  (A)  Schematic  of  FRET  DNA  construct  with  TNR  hairpin. 
Representative single molecule traces of Srs2 (B) and Sgs1 (C). (D) Unwinding rate of TNR containing DNA by Sgs1 
(black triangle) and Srs2 (red circle). Data are represented as mean ± SEM. 
 
To quantitate and compare the unwinding activity of Srs2 and Sgs1, we counted single 
molecules  that exhibit both Cy3 and Cy5 signals over  time. The overall FRET histogram  taken 
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before and after the unwinding reaction clearly shows that Sgs1 unwinds actively while Srs2 does 
not induce substantial unwinding (Figure 4.4B and C). We calculated the rate of unwinding in the 
same manner as before (Figure 4.3D). The resulting rate of Sgs1 unwinding of TNR‐DNA (0.48 
min‐1) is approximately three times lower than the rate at which Sgs1 unwound a partial duplex 
DNA (Figure 4.1G). This difference  is  likely due to the combined effect of  longer  length of the 
dsDNA  and  a  possible  barrier  effect  imposed  by  TNR  hairpin.  In  contrast,  the  Srs2  induced 
unwinding of the TNR substrate was negligible (Figure 4.3D). Taken together, our results point to 
a clear difference between the unwinding pattern of Sgs1 and Srs2. Sgs1 unwinds duplex DNA 
regardless of the presence of the TNR hairpin whereas Srs2 displays a strong propensity to remain 
at  the  site  of  the  TNR  hairpin while  repeatedly  resolving  its  folded  structure  (indicated  by 
repetitive FRET fluctuation in Figure 4.3B). It is interesting to note that Srs2 only partially unfolds 
the TNR hairpin but does not proceed  to unwinding  the  full  length of TNR and dsDNA. Such 
property of Srs2 may be suited to allow the replication or repair proteins to gain access to the 
unfolded hairpin region.   
 
Figure 4.4 (A) Schematic of TNR DNA with FRET dye pairs. FRET histogram of before and after unwinding by Srs2 (B) 
and Sgs1 (C).  
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4.4 BOTH SRS2 AND SGS1 UNWIND TNR HAIRPIN BEFORE DUPLEX 
We asked if the unfolding of the hairpin occurs prior to unwinding of the DNA duplex, especially 
in the case of Sgs1. We prepared an open‐ended TNR hairpin similar to a previous study  (31) 
where the hairpin consists of 7 repeats of CTG, with a short, 9 base pair dsDNA to hold the end 
of the hairpin stem closed (Figure 4.5A). The right upper strand is labeled with Cy3 and the right 
lower  strand,  with  Cy5.  In  this  configuration,  if  the  protein  proceeds  through  the  hairpin 
completely, we will observe a loss of only the Cy3 signal as the right top strand is released from 
the DNA (Figure 4.6A). On the other hand, if the protein bypasses the hairpin region and unwinds 
the dsDNA, we will observe a disappearance of both Cy3 and Cy5 signals as both strands on the 
right are released.  
 
Figure 4.5 Open ended TNR targeted by Srs2 and Sgs1 (A) Schematic of open‐ended TNR DNA with FRET pair dyes. 
Single molecule traces obtained for Srs2 (B) and Sgs1 (C). Dwell time histogram of hairpin unwinding by Srs2 (D) and 
Sgs1 (E). Data are represented as mean ± SEM.  
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When we applied Srs2 and Sgs1 to this substrate separately, we observed a loss of Cy3 
signals when excited with the green (532nm) laser, but not the Cy5 signals when excited with the 
red (635nm) laser (Figure 4.6B, C), indicating that both proteins process through the TNR hairpin. 
The representative single molecule FRET traces obtained for Srs2 showed a short duration of low‐
to‐high FRET fluctuations before the complete unwinding of the open hairpin (Figure 4.5B).  In 
contrast, Sgs1 induced a rapid transition from high to low FRET, reflecting a fast unwinding of the 
TNR hairpin (Figure 4.5C). We measured the dwell time corresponding to the duration of hairpin 
unwinding (denoted as δt) by Srs2 and Sgs1 and found that Srs2 remained in the hairpin structure 
three times longer than Sgs1 (Figure 4.5D, E). In the case of Srs2, the complete unfolding of the 
TNR hairpin, which is not seen in the closed‐loop hairpin substrate, is achieved likely due to the 
short and open‐ended hairpin which  is held together only by a short DNA duplex that can be 
destabilized easily. This is a clear indication that both proteins proceed through the TNR hairpin 
and that the Sgs1 induced unwinding of dsDNA seen in Figure 4.3C occurs after unfolding the TNR. 
The short duration of FRET fluctuations observed only in Srs2 suggests that Srs2 has an inherent 
tendency to remain at the TNR hairpin while Sgs1 simply unwinds the hairpin in the same way it 
unwinds the dsDNA.  
To test if ssDNA tail is required for unwinding by Sgs1 and repetitive unfolding by Srs2, we 
prepared a (CTG)11 containing DNA without the 3’ ssDNA (Figure 4.6D). At 10nM, Sgs1 induced 
about 60% unwinding with  the  rate of 0.3/min whereas Srs2 displayed  the  similar  repetitive 
unfolding of TNR without unwinding duplex as seen before (Figure 4.6E‐G). This data indicates 
that the unwinding by Sgs1 and the TNR unfolding by Srs2 may occur  in the context of dsDNA 
without the ssDNA tail.  
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Figure 4.6 (A) Schematic of open‐ended TNR DNA. (B, C) Both Srs2 and Sgs1 lead to complete unfolding of open‐
ended TNR hairpin. The green illumination shows disappearance of Cy3 (green) signal, yet red illumination displays 
remaining signals of red labeled DNA that remains intact after the TNR unwinding. (D) TNR DNA without 3’ ssDNA 
tail. (E) Sgs1 leads to rapid unwinding, signified by the fast FRET decrease, followed by disappearance of green dye, 
which results from dissociation of the entire strand. (F) Srs2 displays repetitive unfolding of TNR as seen before. (G) 
Unwinding by  Sgs1  and  two  different  concentrations  of  Srs2  shows  that  Sgs1  even  at  10nM unwinds  the  TNR 
containing  DNA  proficiently  whereas  Srs2  is  shows  great  deficiency  in  unwinding  capability  even  at  200nM 
concentration. Data are represented as mean ± SEM.  
 
4.5 REPETITIVE UNWINDING BY SRS2 IS ALTERED BY THE HAIRPIN STRENGTH 
Next, we sought to investigate if the repetitive unfolding of TNR hairpin by Srs2 is affected by the 
strength of the hairpins. Previous studies indicate that the stability of TNR hairpin depends on 
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the sequence of the triplet, with CGG being the strongest, followed by CTG, CAG and CCG (29). 
We prepared the four TNR DNA substrates mentioned above while keeping the repeat length at 
11. When we applied Srs2 and Sgs1 to these substrate separately, we observed loss of both Cy3 
and Cy5 signals for Sgs1 but not Srs2 (Figure 4.8A, B), suggesting that Sgs1 unwound the entire 
TNR DNA while Srs2 did not. The single molecule traces show that Srs2 exhibits the repetitive 
unfolding on all four TNR hairpins regardless of the hairpin strength (Figure 4.7A). To test whether 
or not  the  stability of hairpin  affects  the extent  to which  the hairpin  is opened by  Srs2, we 
collected traces showing FRET fluctuations and compiled the FRET values into FRET histograms 
for all four TNR sequences (Figure 4.7B). Overall FRET histograms can report on the different FRET 
states that the hairpins undergo during Srs2 mediated repetitive unfolding. If the stronger hairpin 
is unfolded less, the change in FRET will be less. Similarly, if the weakest hairpin is unfolded more, 
it will result in greater change in FRET due to a larger separation between the two FRET dyes. The 
FRET arising from DNA‐only traces exhibit a single high FRET peak at 0.9 (Figure 4.7B, shown in 
black), whereas the FRET histograms taken after the addition of Srs2 and ATP showed two peaks 
(Figure 4.7B, shown in gray) arising from the FRET fluctuations between approximately 0.75 to 
0.5. The same FRET distribution of 0.75‐0.5 observed in all four TNR constructs, suggest that Srs2 
repetitively unfolds approximately an equal length of hairpin regardless of the hairpin strength. 
The MD  simulation of  the  (CAG)11 displays  a double helical  structure  that  resembles double 
strand  (ds) DNA. Based on  this  structure,  the unfolding of TNR hairpin will be  similar  to  the 
unwinding of dsDNA where two strands of ssDNA will be splayed open by the protein situated in 
between (Figure 4.8C). In this regard, the lowest FRET value of 0.5 obtained at the most unfolded 
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state indicates that the two dyes are approximately 6 nanometers away, which can arise from 
approximately 9‐12 base pair separation.  
 
Figure 4.7 Repetitive unfolding of Srs2 on varying strength of TNR hairpin (A) Single molecule traces obtained for 
varying  sequence  of  TNR  hairpin  ranging  from  strongest  to weakest  folding  strength,  top  to  bottom.  (B)  FRET 
histogram of DNA only (in black) and after addition of Srs2 and ATP (in gray) and the FRET peak values for each FRET 
peak. (C) Average dwell time (δt marked in (A)) collected for all DNA constructs marked with standard error bars. (D) 
Total time of FRET fluctuation duration collected from all DNAs and standard error bars. Data are represented as 
mean ± SEM.  
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Figure 4.8 Screen capture of Cy3 and Cy5 channels taken before and after the unwinding of TNR DNAs by Srs2 (upper 
panel, A) and Sgs1 (lower panel, B). The four TNR DNAs include 11 repeats of CCG, CAG, CTG and CGG. Srs2 exhibits 
repetitive unfolding of all DNAs. The lack of unwinding by Srs2 is evident from the density of Cy3 and Cy5 signals that 
remain the same before and after the unwinding reaction.  Sgs1 leads to rapid unwinding of all DNAs as shown by 
the disappearance of both Cy3 and FRET signals (red channel). (C) MD simulation of (CAG)11 and (CAG)15 shows that 
the TNR hairpin resembles that of double helical structure of DNA. 
 
Although the degree of repetitive unfolding by Srs2 remained similar for different TNR 
hairpins,  we  observed  apparent  differences  in  the  periodicity  of  FRET  fluctuation,  which 
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represents the frequency at which Srs2 unfolds the hairpin. To make a quantitative comparison, 
we collected dwell times between successive FRET valleys for each TNR (δt in Figure 4.7A). The 
average dwell times collected from over 250 events are plotted from the strongest (CGG) to the 
weakest (CAG/CGG) hairpin (Figure 4.7C). It shows that the time interval of FRET fluctuations is 
slightly lengthened as the stability of the hairpin increases, reflecting a less frequent unfolding 
activity of Srs2 on a more stable hairpin.  However, the total durations of these FRET fluctuations 
measured for all four TNR substrates remained similar regardless of the triplet sequence (Figure 
4.7D). Taken together, the results indicate that the stability of the hairpin affected the frequency 
of the hairpin unfolding but did not affect the degree of hairpin unfolding or the total duration 
of repetitive activity by Srs2. 
 
4.6 REPETITIVE UNFOLDING BY SRS2 IS AFFECTED BY THE HAIRPIN LENGTH 
To investigate if the length of TNR influences the ability of Srs2 to resolve the hairpin structure, 
we varied the CAG triplet sequence length from 7 to 15 repeats (Figure 4.9A) and compared them 
to the 11 repeats CAG hairpin tested previously.  The single molecule traces obtained for both 7 
and  15  repeats  showed  repetitive  hairpin  unfolding  (indicated  by  FRET  fluctuations)  by  Srs2 
(Figure  4.9B).  In  addition,  the  cumulative  FRET  histograms  reveal  the  same  range  of  FRET 
fluctuations  as  seen  in  11  repeats,  suggesting  that  Srs2  unfolds  (CAG)7,  (CAG)11  and  (CAG)15 
hairpins to a similar degree (Figure 4.9C). This indicates that Srs2 unfolds only a limited length of 
the TNR regardless of the total hairpin length.  Such may represent a well‐defined distance from 
the entry of the hairpin where the unfolding may have an important impact on the subsequent 
biological processes including the replication fork progression.  
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Figure 4.9 Repetitive unfolding of Srs2 on varying  length of TNR hairpin (A) Schematic of TNR DNA  in which TNR 
length was changed from 7 to 15. (B) Single molecule traces obtained for 7 and 15 repeats of CAG. (C) FRET histogram 
of DNA only  (black) and Srs2 with ATP added  (gray)  for 7 and 15 CAG repeats.  (D) Average dwell  time  (δt) with 
standard error bars for 7, 11 and 15 CAG repeats. (E) Average dwell time of total FRET fluctuation durations for 7, 11 
and 15 CAG repeats, with standard error bars. Data are represented as mean ± SEM.  
 
Next, we looked at the frequency of FRET fluctuation amongst different repeat lengths. 
As  before,  we  collected  the  dwell  times  between  the  two  successive  unfolding  moments 
(denoted as δt) from over 250 events and plotted the average time for (CAG)7,(CAG)11 and (CAG)15 
(Figure 4.9D). The dwell time for the longest TNR, (CAG)15 was more than two folds higher than 
that of the shortest TNR, (CAG)7, reflecting the difficulty of Srs2 in invading into the longer TNR 
hairpin, likely due to the higher thermal stability provided by the longer TNR hairpin. The total 
duration of the FRET fluctuations remained the same for all three hairpin lengths (Figure 4.9E). 
This showed that the length of the triplet repeats in TNR hairpins only affected the frequency of 
hairpin unfolding by Srs2. This is in agreement with the less frequent unfolding observed for the 
more stable hairpin (CGG > CTG > CAG = CCG) shown previously (Figure 4.7C).  
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4.7 DISCUSSION 
Previous biochemical studies showed that the deletion of Srs2 or Sgs1 resulted in varying degrees 
of triplet repeats expansions and contractions that lead to increasing chromosomal fragility and 
replication fork stalling (30,32,33). Using 2‐dimensional gel‐electrophoresis, Srs2 was shown to 
facilitate  the  progression  of  replication  fork  by  unwinding  TNR  hairpins  that may  act  as  a 
structural barrier (30). Interestingly, such activity was independent of Rad51, suggesting that the 
role of Srs2 in the context of TNR is not related to its role as an anti‐recombinase (32,33,45). In 
this study, we sought to probe the mechanisms by which Srs2 and Sgs1 unfold the TNR hairpin 
structures. We used DNA constructs that contain folded TNR hairpins in dsDNA, similar to those 
that can form  in the process of replication. Such a stable hairpin structure  is expected to stall 
replication machinery unless it is resolved by a helicase such as Srs2 and Sgs1 in yeast.  
Our  results  revealed  that Sgs1 and Srs2 are  inherently different even  for unwinding a 
duplex DNA without the TNR hairpin. Sgs1 is capable of unwinding dsDNA immediately after the 
addition of  a  low  concentration of protein  (10nM) whereas  Srs2, when  applied  at  the  same 
condition, exhibits repetitive movement on single strand DNA without unwinding the duplex DNA 
(45). We note that Srs2, when applied at a much higher concentration (50‐200nM), is capable of 
unwinding  the  same  DNA  efficiently,  albeit  at  a  lower  unwinding  rate  than  Sgs1  (45,88). 
Furthermore, the immobilized protein assay demonstrates that not Srs2, but a monomer of Sgs1 
is sufficient for unwinding the DNA duplex. This is consistent with the previous finding that Srs2 
has an unwinding concentration threshold (50nM), below which unwinding is limited (88). 
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Figure 4.10 Summary of Srs2 and Sgs1 unwinding of TNR hairpin. When encountering TNR hairpin, Sgs1 unwinds it 
by tracking single strand DNA in 3’ to 5’ direction and lead to duplex DNA unwinding. In contrast, Srs2 remains near 
the entry of the TNR hairpin and unfold it repetitively. Based on the different mode of TNR processing, Sgs1 and Srs2 
can play a complementary role in resolving TNR structures. 
 
When encountering the TNR hairpins, Sgs1 and Srs2 display a disparate mechanism to 
resolve this secondary structure (Figure 4.10). Sgs1 unfolds the TNR hairpin in the same manner 
that  it unwinds  the duplex DNA. By adopting  the open‐ended TNR hairpin  structure  (31), we 
showed that Sgs1 does not bypass the TNR hairpin, but unwinds it, likely by tracking the single 
strand DNA from 3’ to 5’ direction (89‐91). In contrast, we observe that Srs2 remains at the site 
of the hairpin while repeatedly unfolding the TNR structure. Based on the range of the fluctuating 
FRET  values,  Srs2  is  likely acting near  the entry of  the TNR hairpin. This  repetitive unfolding 
activity can persist for 30‐40 seconds without dissociation. We posit that the weak unwinding 
activity  of  Srs2  enables  it  to  primarily  focus  on  destabilizing  the  TNR  hairpin  rather  than 
proceeding to dsDNA unwinding. This is in agreement with the previous studies reporting that 
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Srs2 is more efficient at resolving TNR than Sgs1 (30,31,33). The repetitive TNR unfolding activity 
exhibited by Srs2 may provide an efficient mechanism for allowing replication fork to proceed in 
the presence of DNA secondary structures. 
The  repetitive  activity  of  SF1  and  SF2  helicases  have  been  previously  reported 
(42,43,45,68,69,92). Although it is not clear if this activity is present in cells, based on the diverse 
array of biological pathways in which they participate, it is plausible to predict that the repetitive 
activity  is  conserved  for  functional purposes.  In  several  cases,  it was demonstrated  that  the 
protein’s repetitive translocation activity serves to keep the single stranded DNA clear of other 
proteins from binding (43,45,69). In the context of TNR hairpin, the repetitive unfolding by Srs2 
may serve to keep the hairpin open to allow the replication machinery to proceed. The repeated 
action, rather than a single round of unfolding activity, may be more efficient in maintaining the 
open structure of the hairpin for an extended period of time while waiting for the arrival of a 
replication complex, for example. In contrast, the complete unwinding of TNR hairpin displayed 
by Sgs1 may not serve in this capacity since the hairpin can reform easily after the protein has 
unwound the hairpin. To further test if Sgs1 and Srs2 can be loaded directly to the TNR hairpin 
without the 3’ ssDNA overhang tail, we tested a control DNA where the ssDNA tail was removed. 
Interestingly, Sgs1  induced complete unwinding of 60% of  this DNA. Srs2, on  the other hand, 
exhibited little‐to‐no unwinding as before, but showed strong repetitive FRET fluctuations similar 
to the TNR‐DNA with a 3’ tail. Such activity of Srs2 may be more relevant to a genomic  locus 
where most of the DNA are in double‐stranded form. It is possible that both Sgs1 and Srs2 act in 
conjunction with each other, where Sgs1 acts as  the  forerunner of  the  initial opening of  the 
hairpin, and Srs2 follows to maintain that opening.  
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The  analysis  of  Srs2  on  varying  sequence  and  length  of  TNR  hairpin  reveals  some 
similarities  and  interesting  differences  in  its  ability  to  resolve  the  hairpin.  The  outstanding 
similarity found in all DNAs we examined is that Srs2 exhibits a repetitive unfolding that unfold 
similar length of all hairpins. First, the fluctuating FRET signal exhibited in all cases indicates the 
universality of the repetitive nature of Srs2’s hairpin destabilizing activity. Second, the similar 
level of FRET  fluctuation  range shown  in all cases  (FRET histogram peaks) points  to  the same 
degree to which Srs2 resolve the secondary structure formed by TNR. This is reminiscent of the 
repetitive movement of Srs2 seen on single strand (ss) DNA after its removal of Rad51 filament 
(45). Regardless of  the  length of  ssDNA,  Srs2  scrunches  a well‐defined  length of  ssDNA. We 
reasoned  that  the position of  such activity may be crucial  in preventing  the  reformation and 
nucleation of Rad51 filament. Likewise, the repetitive unfolding of Srs2 at the entry of the hairpin 
may be advantageous in reducing the critical energetic barrier for the replication machinery to 
pass through the otherwise tightly structured TNR hairpin. In summary, our study revealed an 
intrinsic unwinding mechanism of Srs2 and Sgs1 that may lead to differential regulation of TNR 
hairpin. 
 
4.8 MATERIALS AND METHODS 
Oligonucleotides  
Custom oligonucleotides were purchased from Integrated DNA technologies (Coralville, IA). The 
oligos with end‐labeled dyes are ordered pre‐labeled. The oligos with closed hairpin structure 
and one or more internally‐labeled dyes are ordered with internal amino modifiers at marked at 
(C6 dT) locations and subsequently labeled using NHS‐ester Cy3 and/or Cy5 monofunctional NHS 
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esters simultaneously as described (77). When two dyes are used for labeling, the ratio of Cy3 to 
Cy5 dyes used is 1:2.  
 
DNA Sequences 
pdT20: 5’‐GCCTCGCTGCCGTCGCCA‐biotin‐3’ + 5’‐TGGCGACGGCAGCGAGGC‐(T)20‐3’;  
Internal amino modifier is represented as (C6 dT), this can be used to label DNA with an internal 
Cy3 or Cy5 dye.  
(CGG)11: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CGG)11 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
(CTG)11: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CTG)11 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
(CAG)11: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CAG)11 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
(CCG)11: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CCG)11 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
(CAG)7: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CAG)7 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
(CAG)15: 5’‐GTGTAGCACCGAGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ +  
5’‐CGACCGTGCCAGCCTAAACC(C6 dT) (CAG)15 (C6 dT)GCTACACTTGCCCGTTTTAT T ‐3’ 
3‐stranded  DNA:  5‐CGACCGTGCCAGCCTAAACCACTGCTGCTGCTGCCGAGAGCC‐3’  +  5’‐TGGCTC 
(C6 dT) CGGCTGCTGCTGCTGTGCTACACTTGCCCGTTTTATT‐3’ +  
5’‐Cy5‐TGTGTAGCATGCTGGTTTAGGCTGGCACGGTCG‐biotin‐3’ 
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DNA Substrate Preparation 
Partial duplex DNA substrates were prepared by mixing the appropriate biotinylated and non‐
biotinylated oligonucleotides in a 1:2 molar ratio at 10μM in DNA annealing buffer (10mM MgCl2, 
10mM Tris‐HCl (pH 8.0)). Partial duplex DNA substrates for tethered‐protein experiments were 
prepared using non‐biotinylated  strands of oligonucleotides with  the  same  sequences as  the 
biotinylated  oligos.  Double‐stranded  oligonucleotide mixtures were  incubated  at  95°C  for  2 
minutes  followed by  slow  cooling  to  room  temperature  to  complete  the  annealing  reaction. 
Three‐stranded oligonucleotide mixtures were annealed using method described in (31).  
 
Proteins 
The full‐length Srs2 protein was overexpressed and purified as described (21). The yeast wildtype 
Sgs1 protein was kindly provided by Prof. Patrick Sung’s lab (New Haven, Ct).   
 
Reaction Conditions for Srs2 and Sgs1 
Standard reaction buffer was 40 mM Tris‐HCl (pH 7.5), 50 mM KCl, 2 mM MgCl2, with an oxygen 
scavenging  system  containing  0.8%  v/v  dextrose,  1  mg/ml  glucose  oxidase,  0.03  mg/ml 
catalase(77), and 2‐mercaptoethanol (1% v/v), all items were purchased from Sigma Aldrich (St. 
Louis, MO). The measurements were performed at room temperature (21°C ± 1°C). 1 mM ATP 
was used in all experiments unless otherwise specified.   
 
Single‐Molecule Fluorescence Assay 
smFRET  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection  fluorescence 
microscope(1,39). Cy3 (donor) on DNA was excited by an Nd:YAG laser (532nM, 75mW, Coherent 
CUBE) via  total  internal  reflection. The  fluorescence signals  from Cy3 and Cy5 were collected 
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through an objective (Olympus Uplan S‐Apo; X100 numerical aperture; 1.4 oil  immersion) and 
detected at 100ms time resolution using an EMCCD (electron multiplying charge‐coupled device) 
camera  (iXon DU‐897ECS0‐#BV; Andor  Technology).  The  camera was  controlled using home‐
made C++ program. Single‐molecule traces were extracted from the recorded video file by IDL 
software.  
 
Srs2 and Sgs1 Unwinding partial‐duplex DNA 
Yeast Srs2 or Sgs1 was mixed at 10nM with reaction buffer and ATP and added to a flow chamber 
that had 100pM partial duplex DNA  specifically  immobilized on  a PEG‐coated quartz  surface 
through biotin‐neutravidin linkage(8).  For counting unwound DNA molecules (loss of Cy3 signals), 
short movies (5‐10 seconds) were taken for over 12 minutes. 
 
Srs2 and Sgs1 Unwinding TNR DNA 
Yeast Srs2 or Sgs1 was mixed at 10nM with reaction buffer and ATP and added to immobilized 
TNR DNA as described previously. For counting unwound DNA molecules (loss of Cy3 signals), 
long movies (3 minutes) were taken for over 15 minutes. 
 
Tethered Srs2 Protein 
The full‐length Srs2 protein has 9x histadine tags which are tethered to the PEG‐coated quartz 
surface through neutravidin‐biotin‐tris‐NTA linkage. Biotin‐tris‐NTA was a generous gift from Prof. 
Paul J. Hergenrother, Department of Chemistry at University of Illinois Urbana‐Champaign (79).  
The full‐length Sgs1 protein has 6x histadine tags which are tethered to the PEG‐coated 
quartz surface via biotinylated anti‐his antibody. Anti‐6X His  tag antibody  (Biotin)  is obtained 
through Abcam (Cambridge, MA).  
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For Srs2 translocation experiments, biotin‐tris‐NTA (20nM) was mixed NiCl2 (50nM) in T50 
buffer (50mM Tris pH 7.5, 50mM NaCl) and incubated on ice for 15 minutes. The mixture is then 
added to a flow chamber that already had neutravidin immobilized to the PEG‐coated surface, 
then allowed to  incubate  for 10 minutes at room temperature. 0.5‐1nM of Srs2  in T50 buffer 
were then added to the flow chamber and incubated for 5 minutes at room temperature. Finally, 
non‐biotinylated partial duplex DNA substrate in reaction buffer and ATP was added to the flow 
chamber to initiate the reaction. 
For Sgs1 unwinding experiments, biotinylated anti‐his antibody (10nM) was added to a 
flow chamber that already had neutravidin immobilized to the PEG‐coated surface, then allowed 
to incubate for 10 minutes at room temperature. 0.5‐1nM of Sgs1 in T50 buffer were then added 
to the flow chamber and incubated for 5 minutes at room temperature. Finally, non‐biotinylated 
partial duplex DNA substrate in reaction buffer and ATP was added to the flow chamber to initiate 
the reaction. 
 
Data Analysis 
Single molecule traces were analyzed using codes written in Matlab. FRET efficiency values were 
calculated as a ratio between acceptor intensity and total donor and acceptor intensity.  
For various dwell time analyses: Dip‐to‐dip dwell time analysis to obtain δt was measured 
manually  from  individual FRET traces within Matlab, and the resulting histograms and  fittings 
were generated using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). Binning sizes vary based 
on the type and range of data collected. Fluctuation duration is measured as the time that DNA 
is occupied by the protein before leaving. DNA unwinding time by Srs2 or Sgs1 is measured as 
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the time it took from high FRET fluctuations (protein occupying DNA) to go to low FRET before 
signal disappearance due to DNA unwinding.  
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CHAPTER 5: INVESTIGATION INTO NUCLEOSOME SLIDING BY CHROMATIN REMODELER 
PROTEIN CHD1 
This chapter pertains  to an ongoing study  in collaboration with  the  laboratory of Dr. Gregory 
Bowman in Johns Hopkins University.  Below I will present some preliminary but exciting results 
obtained  from  single  molecule  measurements.  To  date,  the  exact  mechanism  of  how  the 
chromatin  remodeler, Chd1,  achieves  the  repositioning of nucleosomes  for  access  to DNA  is 
unknown. We have  shown  through ATP  titrations and blocker proteins  that Chd1 exhibits an 
unexpected sliding motion that may have implications for repositioning of the nucleosome. Our 
result also presents a possible connection between the linker length and the remodeling ability 
of the Chd1 protein. Additional experiments are needed to further characterize the newly found 
motility of Chd1 the repositioning of nucleosome.  
 
5.1 INTRODUCTION 
In eukaryotic cells, “free” DNA are coiled up and packed  into basic chromatin units called the 
nucleosomes, which ultimately pack into chromosomes. Nucleosomes are composed of 2 loops 
of DNA  (~147 bps  long) wrapped around an octomer core made up of  four different types of 
histones. Due to this nature of the DNA wrapping, nucleosomes may act as a physical barrier, 
restricting access  to genomic DNA sequences. Therefore,  in order  to access “packed” DNA  to 
main  essential  cellular  processes,  the  nucleosomes  must  be  reorganized  so  that  various 
replication, repair and transcription machineries can perform their dedicated functions. Several 
models  have  been  suggested  for  this  remodeling  of  the  nucleosome,  termed  “nucleosome 
sliding”. Chromatin remodelers play a key role in regulating genomic expressions by assembling, 
disassembling and reorganizing nucleosomes via nucleosome sliding (93‐97).  
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5.1.1 Early nucleosome sliding models  
Some of  the earlier  ideas of how a nucleosome “slides”  include a  twist  fusion model  (98,99), 
which suggests a single base pair transfer between linker DNA (not wrapped around histone) and 
nucleosomal  DNA  accommodated  by  a  twist  of  the  nucleosomal  DNA,  therefore  preserving 
histone‐DNA contacts, and the loop propagation model (100‐102), which suggests the transfer of 
a  larger  segment  of  linker DNA  onto  the  nucleosome,  thereby  creating  a  loop/bulge  in  the 
wrapping, breaking several histone‐DNA contact points and rapidly diffuse the DNA to the other 
side of the histone core. Both models also depend on different methods to initiate the diffusion 
process. The twist diffusion model would require changing the rotational phasing of the DNA on 
the histone core and is favored as a response to thermal fluctuations on nucleosomes (99) instead 
of the 10+ bps movements that chromatin remodelers can achieve during nucleosome sliding 
(103). The loop propagation model, on the other hand, necessitate the forcible pulling of DNA 
onto the histone by remodeler proteins, and would be much more energetically unfavorable to 
achieve. 
 
5.1.2 Recent nucleosome sliding model 
Recent biochemical and single molecule experiments have come up with variations on the loop 
propagation model  as well  as  an  alternative model  for nucleosome  sliding.  This  third model 
suggests a swiveling or rotating of the histone core by simultaneously breaking all of the histone‐
DNA contacts, thus moving the histone core along the DNA without altering its rotational phasing 
(104). In this case, the ATPase motor does not mechanically pull DNA past the histone core, but 
rather shifts the DNA past the histone core by distorting the duplex DNA and allowing the histone 
core  to  compensate  for  the partial disruption of histone‐DNA  contacts by  shifting within  the 
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wrapped DNA. The translocation ability of the remodeler protein’s ATPase motors would be used 
to create the distortion of duplex DNA in this case.  
 
5.1.3 Chromatin remodelers 
Chromatin  remodelers  refer  to  a  large  collection  of  proteins  and  assemblies  that  can  be 
categorized into several families.   Some of the best characterized ones  include SWI/SNF, ISWI, 
INO80,  and  CHD  (105).  While  each  families  of  protein  maintain  their  own  sub‐domain 
organizations, they also share a common SWI2/SNF2‐type ATPase motor among them (106,107).  
Much of the earlier studies on the remodeling process focused on how this ATPase motor 
would  engage  the  nucleosomal  DNA.  Using  a  single‐molecule  technique  known  as  “DNA 
unzipping”,  the Wang  group  showed  (108,109)  that  not  all  the  histone‐DNA  contacts were 
energetically  the  same,  and  identified  an  energetically  weak  point  near  the  segment  of 
nucleosomal  DNA  at  superhelical  location  2  (SHL2).  Surprisingly,  through  several  DNA  gap 
experiments (103,110‐112), where the DNA duplex regions are  interrupted by single stranded 
DNA, the ATPase motor of the remodeler proteins were shown to engage with nucleosomal DNA 
approximately two helical turns from the nucleosome dyad at the same SHL2 location.  
Chd1 protein, a chromatin remodeler, and its mutant variants are chosen to investigate 
the sliding properties of different nucleosome configurations for a better understanding of the 
crucial role that chromatin remodelers play in nucleosome sliding. 
 
5.2 SLIDING OF NUCLEOSOME BY CHD1 IS ATP‐DEPENDENT 
The full length yeast Chd1 protein was applied to the nucleosome construct (known as 0‐N‐80 
from here on) as shown  in Figure 5.1A  (left  figure). The H2A histones of  the nucleosome are 
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labeled with the donor dye, Cy3 and the short end of the duplex DNA is labeled with the acceptor 
dye, Cy5. Due to the configuration of the histone octamer, the nucleosomes will have either 1 or 
2 Cy3 dyes, resulting in multiple FRET peaks in the overall FRET histogram (Figure 5.1B, upper). 
After the addition of Chd1, the histone core will be shifted to the left and extranucleosomal DNA 
will exit on  the  right  side of  the nucleosome  (shown  in  Figure 5.1A,  right  figure). When  this 
happens, we see a decrease in FRET as the donor‐acceptor dye pair are separated. At the end of 
experiment, we see a complete shift of the FRET peaks to stable low FRET (~0.25), indicating that 
Chd1 has finished repositioning the nucleosome (Figure 5.1B, lower).  
 
Figure 5.1 Chd1 repositions nucleosome (A) Schematic of 0‐N‐80 nucleosome shifting (B) Cumulative FRET histogram 
showing the nucleosome only FRET peaks (upper) and FRET peaks after Chd1 has finished shifting the nucleosome 
(lower). 
 
Single molecule traces for Chd1 remodeler (Figure 5.2A, 1mM ATP trace) showed an initial 
FRET  step  down  to  ~0.3,  then  an  interesting  gradual  increase  to  high  FRET  and  a  near‐
instantaneous decrease back down to low FRET. This process is repeated for at least 6 minutes 
until most of the nucleosomes have completed the shift.  
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Figure 5.2 Nucleosome sliding with ATP titration (A) Single molecule traces of Chd1 recursions (gradual FRET increase, 
example circled in red) at different ATP concentration. (B) Frequency of the Chd1 recursions occurring for different 
ATP concentrations. 
 
We asked  if  this  is  specific  to  the nucleosome  configuration or  is  it a protein  specific 
behavior. The configuration of the nucleosome is then changed so that the histone wrapping is 
the mirror  image  of  before  (Figure  5.3A,  known  as  80‐N‐0  from  here  on).  From  the  single 
molecule traces (Figure 5.3B) we can see that the similar FRET change is still observed (i.e. initial 
decrease followed by the repetitive FRET fluctuations). This suggests that the sliding behavior 
may not arise from the initial nucleosomal positioning, but more protein specific.  
We then titrated ATP concentration to test if the FRET fluctuation is fueled by ATP. We 
observed that only the gradual phase (low to high FRET) but not the rapid FRET decrease has 
slowed down in low ATP conditions (Figure 5.2A). When we took the dwell time measurement 
between each successive peaks (δt in Figure 5.2A for every ATP concentration) and calculate the 
frequency of occurrence for the gradual FRET increases, we see that the motion is slowed down 
10x as much at the lowest ATP concentration (Figure 5.2B). This data suggests that the gradual 
FRET increase, but not the instantaneous FRET decrease is fueled by ATP hydrolysis. Such motion 
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is detected continuously prior to the final repositioning of nucleosome, suggesting a dynamic and 
mobile phase induced by Chd1 before finalizing the repositioning location.  
 
Figure  5.3 Nucleosome  sliding with ATP  titration  (A)  Schematic  of  80‐N‐0  nucleosome  configuration  (B)  Single 
molecule traces of Chd1 sliding the 80‐N‐0 nucleosome, a mirror image of the 0‐N‐80 nucleosome. 
 
5.3 EFFICIENCY OF REMODELING INFLUENCED BY PROTEIN LINKER LENGTH 
 
Figure  5.4 Nucleosome  sliding with  a mutant  Chd1  (A)  Schematic  of  80‐N‐0  nucleosome  (B)  Cumulative  FRET 
histogram showing the nucleosome only FRET peaks (upper) and FRET peaks after adding Chd1‐120B d234 and ATP 
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for 12 minutes (lower). (C) Single molecule traces of Chd1‐120B d234 initiating nucleosome sliding (D) Comparison 
of the frequency of occurrences of gradual FRET increase between full length Chd1 and Chd1‐120B d234. 
 
Next, we  tested  a mutant Chd1 protein, Chd1‐120B  d234, which has  a  shorter  linker  length 
between the DBD domain and the ATPase motor domain and remodels poorly (Figure 5.4A, left 
figure). This protein was applied to the 80‐N‐0 nucleosome  (Figure 5.4A, right  figure) and the 
resulting FRET histogram  is shown  in Figure 5.4B, which showed an  incomplete FRET shift 12 
minutes after adding the Chd1‐120B d234 protein and ATP. The single molecule traces (Figure 
5.4C) also showed rapid FRET fluctuations which is not followed by the stable low FRET state seen 
with the wildtype. In addition, we observe significantly  less molecules that display the gradual 
FRET  increase  like  those  shown  in  Figure 5.2A. A  frequency  count of  the occurrences of  the 
gradual FRET increase (Figure 5.4D) showed that the mutant Chd1 protein exhibited only half as 
many recursions as the full  length Chd1 protein. Our data on the short  linker mutant suggests 
that  the  linker  length  plays  a  critical  role  in  driving  the  Chd1  activity  to  achieve  a  proper 
repositioning of the nucleosome. 
 
5.4 DISCUSSION 
Based on the preliminary data with full length Chd1 protein, we propose a possible model (Figure 
5.5) for Chd1 remodeling, where Chd1 binds on the shorter end of the DNA, near the SHL2 site, 
then proceed to slide the nucleosome along the DNA as expected. After some time, there are 
unexpected short excursions back to the original high FRET, depicted by gradual FRET increases 
shown in Figure 5.2A, which seems to be mediated by Chd1 and is ATP dependent. This could be 
a way to allow some flexibility to the Chd1 ATPase motors as they continuous repositions the 
nucleosome until it reaches a satisfying location for DNA access.  
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Figure 5.5 Possible model for Chd1 remodeling nucleosome. 
 
The  fact  that  the mutant Chd1 protein, Chd1‐120B d234, did not achieve a  complete 
nucleosome shifting, points to a possible model (Figure 5.6) that the protein linker between the 
DBD domain and the ATPase domain may play a role in limiting nucleosome remodeling due to 
the inflexible linker which does not allow enough stretching required for the proper positioning 
of DBD. Based on this data, it can be posited that the linker length controls the sliding distance 
of Chd1, which corresponds to the degree of unwrapping and the subsequent repositioning of 
the nucleosome. 
 
Figure 5.6 Possible model explaining why Chd1‐120B d234 is less sufficient at remodeling nucleosome. 
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5.5 MATERIAL AND METHODS 
Nucleosomes 
The  nucleosomes  are  kindly  provided  by  Prof. Gregory Bowman’s  lab  (Baltimore, MD).  Each 
nucleosome consists of the 601 DNA sequence wrapped around the octomer, which have Cy3‐
labeled H2A histones. One side of the nucleosome has 80 bps of dsDNA with a biotinylated end 
and the other side has 0 bps of dsDNA and is labeled with Cy5 at the end.  
  The nucleosome dilution buffer is made of 50mM NaCl, 10mM Tris‐HCl (pH 8.0) and 5mM 
MgCl2.  
 
Proteins 
The full‐length and mutant Chd1 proteins were kindly provided by Prof. Gregory Bowman’s lab 
(Baltimore, CT).   
 
Reaction Conditions for Chd1 
Standard reaction buffer was 20 mM HEPES (pH 7.5), 5 mM MgCl2, 0.1 mM EDTA, 50 mM KCl, 1 
mM DTT, 5% sucrose, 0.02% Nonidet P‐40 and 0.1 mg/mL BSA, with an oxygen scavenging system 
containing  1%  v/v  dextrose,  1  mg/ml  glucose  oxidase,  0.03  mg/ml  catalase  (77),  and  2‐
mercaptoethanol  (1% v/v), all  items were purchased  from Sigma Aldrich  (St. Louis, MO). The 
measurements were performed at room temperature (21°C ± 1°C). 1 mM ATP was used  in all 
experiments unless otherwise specified.   
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Chd1 remodeling nucleosome 
Yeast Chd1‐WT or Chd1‐120B d234 was mixed at 20nM with reaction buffer and ATP and added 
to a flow chamber that had 100pM nucleosomes specifically immobilized on a PEG‐coated quartz 
surface through biotin‐neutravidin linkage (8).  
 
Single‐Molecule Fluorescence Assay 
smFRET  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection  fluorescence 
microscope (1,39). Cy3 (donor) on DNA was excited by an Nd:YAG laser (532nM, 75mW, Coherent 
CUBE) via  total  internal  reflection. The  fluorescence signals  from Cy3 and Cy5 were collected 
through an objective (Olympus Uplan S‐Apo; X100 numerical aperture; 1.4 oil  immersion) and 
detected at 100ms time resolution using an EMCCD (electron multiplying charge‐coupled device) 
camera  (iXon DU‐897ECS0‐#BV; Andor  Technology).  The  camera was  controlled using home‐
made C++ program. Single‐molecule traces were extracted from the recorded video file by IDL 
software. 
 
Data Analysis 
Single molecule traces were analyzed using codes written in Matlab. FRET efficiency values were 
calculated as a ratio between acceptor intensity and total donor and acceptor intensity.  
For dwell  time analyses, peak‐to‐peak dwell  time analysis  to obtain  δt was measured 
manually  from  individual FRET traces within Matlab, and the resulting histograms and  fittings 
were generated using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). Binning sizes vary based 
on the type and range of data collected. Nucleosome “roll‐back” gradual FRET fluctuations are 
measured by collecting the dwell times between each successive peaks in each trace.  
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CHAPTER 6: CONCLUSIONS AND FUTURE EXPERIMENTS 
The main  goals  of  the  project  are  to  investigate  the  key  steps  involved  in  the  DNA 
replication &  repair pathways as well as gene  regulatory control pathways  in order  to gain a 
better  understanding  of  the  roles  the  various  proteins  play  in  maintaining  proper  cellular 
functions. We have successfully  identified an  intricate mechanism that allow the recombinase 
protein, Rad51, and the anti‐recombinase protein, Srs2, to maintain the balance of DNA repair 
using homologous recombination. We have also  identified how the helicase proteins Srs2 and 
Sgs1 treat TNR hairpin structures differently. The ongoing study of how the chromatin remodeler 
protein, Chd1, is able to shift nucleosomes of various configurations can also give us insights into 
the new proposed “swiveling” model of nucleosome sliding. Furthermore, the proposed future 
experiment below can eventually  lead to the development of small molecules suitable for the 
therapeutic treatments diseases resulting from TNR expansions.  
 
6.1 SINGLE MOLECULE STUDY OF SYNTHETIC INHIBITORS OF TNR UNWINDING BY HELICASES 
AND DNA EXPANSION 
6.1.1 BACKGROUND AND SIGNIFICANCE 
During DNA replication or RNA transcription, the triplet nucleotide repeat (TNR) sequence CNG 
(N = A,C,G,T/U), can slip out forming secondary structures such as a TNR hairpin (29). TNR hairpins 
lead to genetic instability wherein replication or repair processes cause expansion of the repeats 
ultimately  causing  several  genetic diseases  (26‐28).  For example, myotonic dystrophy  type 1 
(DM1) an incurable neuro‐muscular disease is caused by CTG repeat expansion in the DMPK gene, 
chromosome 19q. Helicases may unfold TNR hairpins during replication (1,30‐32) shifting them 
from the  lagging to the  leading strand, causing their expansion (Figure 6.1A) (28).   It has been 
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suggested that TNR hairpins in the lagging strand may cause TNR contraction (28). Our hypothesis 
is that stabilizing the TNR hairpin will  inhibit helicase unwinding and migration to the  leading 
strand, and thus cause TNR contraction. This interdisciplinary collaboration of organic chemists, 
chemical biologists,  and bioengineers  across  two UIUC  colleges will  shed  light on  the  repeat 
expansion mechanism, and may lead to a curative therapeutic strategy. 
 
Figure  6.1  Hypothesis  for  DNA  expansion  inhibition  using  small  molecules  that  stabilize  TNR  hairpin  during 
replication (A) Synthesis of a representative small molecule selectively targeting CTG repeat. (B) Single molecule 
experimental scheme of Srs2 helicase on TNR hairpin and representative smFRET traces of Srs2 opening (mid FRET) 
and closing (high FRET) the hairpin (C). 
 
6.1.2 SPECIFIC AIM 
We will chemically synthesize the first small molecules rationally designed to stabilize CTG/CAG 
hairpins and evaluate their ability to inhibit TNR unwinding by helicases (e.g., Srs2) using single 
molecule methods.  
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6.1.3 EXPERIMENTAL DESIGN 
Two  strategies will  be  used  to  find  CTG/CAG  targeting  compounds.   One  uses  Janus‐Wedge 
recognition  (113)  (Figure  6.1B)  to  bind  CTG,  the  other  targets  CAG  repeats,  using  the 
naphthyridine‐azaquinolone (114) heterodimer (not shown).  The DNA‐small molecule‐helicase 
protein  interactions will be monitored  in  real  time using single molecule assays  including  the 
smFRET assay with fluorophores (Cy3 and Cy5), and smPIFE which employs the Cy3 dye (1). Two 
yeast helicase proteins, Srs2 and Sgs1, resolve such hairpin structures in replication and possibly 
regulate the repeat expansion (30‐33), are chosen for the study. The main goal of the experiment 
is to  investigate the stabilizing effects of small molecules on CTG/CAG hairpins, as well as the 
overall complex’s interactions with Srs2 and Sgs1. The preliminary data show that Srs2 can open 
the CTG hairpin repeatedly (mid FRET, Figure 5.1C).   Ultimately, this work will test the hairpin 
destabilization of Srs2 in the presence of small molecules and their ability to contract the TNR 
sequences during replication. 
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